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Les mycobactéries, dont les plus connues sont Mycobacterium tuberculosis et Mycobacterium leprae, 
agents étiologiques de la tuberculose et de la lèpre respectivement, présentent une enveloppe 
complexe et atypique faisant l’objet de nombreuses études dans le cadre de la lutte contre ces 
pathologies. Cette enveloppe est composée d’une couche externe aussi appelée capsule dans le cas 
de bactéries pathogènes, d’une paroi (mycomembrane – arabinogalactane (AG) – peptidoglycane (PG)) 
et d’une membrane plasmique. La membrane externe des mycobactéries, appelée mycomembrane 
est composée de protéines et majoritairement d’acides mycoliques, acides gras à très longues chaînes 
α-ramifiés et β-hydroxylés. Ces derniers sont retrouvés covalemment liés, d’une part au complexe AG-
PG dans le feuillet interne de la mycomembrane, et d’autre part au tréhalose au niveau du feuillet 
externe de la mycomembrane. On trouve également en fonction des mycobactéries des lipides 
complexes dont la localisation exacte dans l’enveloppe n’est à ce jour pas clairement connue et reste 
sujette à débats.  
Ce travail a permis de mettre au point un protocole, en deux étapes majeures, permettant le 
fractionnement cellulaire de deux espèces mycobactériennes, M. aurum et M. smegmatis. Le but étant 
d’isoler les deux membranes mycobactériennes afin de déterminer leur composition en terme de 
lipides mais aussi de protéines.  Tout d’abord, des culots enrichis en mycomembranes (liées à l’AG-PG) 
ou en membranes plasmiques sont obtenus par ultracentrifugations différentielles puis purifiés sur 
gradients de densité discontinus de saccharose. L’absence de contaminations des membranes entre 
elles est vérifiée grâce à des marqueurs spécifiques. Il a été montré que les phospholipides qui sont les 
composants majoritaires de la membrane plasmique sont également présents dans la mycomembrane 
à côté des mycolates de tréhalose. De plus ce travail a permis de montrer que les lipoglycanes, 
lipoarabinomannanes et lipomannanes, lipides possédant des propriétés antigéniques, sont retrouvés 
dans les deux fractions membranaires.  
Ce travail de fractionnement a été le point de départ d’une étude de protéomique afin d’identifier les 
protéines retrouvées spécifiquement au niveau de la mycomembrane-AG-PG mais également les 
protéines de la membrane plasmique, les protéines sécrétées et les protéines solubles, provenant des 
cytosol et périplasme.  
Une étude de dynamique par RMN sur les fractions membranaires natives menée conjointement avec 
l’étude protéomique, devrait permettre de mieux comprendre l’organisation de l’enveloppe cellulaire 








Mycobacteria, including Mycobacterium tuberculosis and Mycobacterium leprae, etiological agents of 
tuberculosis and leprosy respectively, are composed of a complex and atypical cell wall, which is the 
focus of numerous studies in the context of the fight against these pathologies. This cell envelope, to 
which many biological properties have been attributed, is composed of three entities: an outer layer 
also called capsule in the case of pathogenic species, a cell wall and a plasma membrane. Within the 
mycobacterial cell wall, the outer membrane, called mycomembrane, is mainly composed of proteins 
and mycolic acids, very long chain α-branched and β-hydroxylated fatty acids. These mycolic acids are 
found in the inner leaflet of the mycomembrane, covalently linked to the arabinogalactan-
peptidoglycan complex (AG-PG), and in the outer leaflet where they are linked to trehaloses. Complex 
lipids are also known in mycobacteria, and may vary depending on the species, however their exact 
localization within the cell envelope is not yet clearly known and remains open to debate. 
In order to better delineate the composition of the two mycobacterial membranes, mycomembrane 
and plasma membrane, a two-step protocol was developed for cell fractionation of two mycobacterial 
species, M. aurum and M. smegmatis. Firstly, pellets enriched in mycomembranes (linked to AG-PG) 
or plasma membranes are obtained by differential ultracentrifugations. Then, these membrane pellets 
are purified using a sucrose step density gradient. To ensure the absence of cross-contaminations of 
the membranes, specific markers of each membranes are used. Phospholipids, which are the major 
components of the plasma membrane, are also found in the mycomembrane with trehalose 
mycolates. Moreover, this study allowed us to demonstrate that immunogenic lipoglycans, 
lipoarabinomannans and lipomannans, are found in the two mycobacterial membranes.  
Once the fractionation successfully achieved, it was possible to initiate proteomic studies in order to 
identify proteins that are specific of the mycomembrane-AG-PG but also those secreted or present in 
the soluble fraction, derived from the cytosol and periplasm compartments.  
Future NMR dynamic studies, to be performed on the native membranes, combined with the 
proteomic studies will help deciphering the organization of the mycobacterial cell envelope as well as 
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ABC : ATP-binding cassette 
ACCases : acyl-CoA carboxylases 
ACN : acétonitrile 
ACP : acyl carrier protein 
ADN : acide désoxyribonucléique 
AEBSF : fluorure de 4-(2-aminoéthyl)benzènesulfonyle 
AG : arabinogalactane 
AG-PG : arabinogalactane - peptidoglycane 
AMP : adénosine monophosphate 
ATP : adénosine triphosphate 
BCG : bacille de Calmette et Guérin 
BSA : Bovine Serum Albumin 
CCM : chromatographie sur couche mince 
CEMOVIS : cryo-electron microscopy of vitreous sections 
CID : collision induced dissociation 
CL : cardiolipides 
CoA : coenzyme A 
CP : cytosol / périplasme 
C-ter : C-terminal 
DAT : di-acyltréhalose 
DCPIP : 2,6-Dichlorophenolindophenol 
DIM : phtiocérol dimycocérosates 
DMT : di-mycolate de tréhalose 
DTT : dithiothréitol 
EDTA : ethylène diamine tétraacétique 
ESX : ESAT-6 secretion systems 
FAD : flavine adénine dinucléotide 
FAS : fatty acid synthase 
GC-MS : Gas chromatography-mass spectrometry 
GlcN : glucosamine 
GPL : glyco-peptido-lipides 
HCD : Higher-energy collisional dissociation 
HPTLC : high-performance thin-layer chromatography 
HR-MAS : high resolution magic angle spinning 
IFN γ : interféron γ 
IL- (12, 6 ou 1) : interleukines  
LAM : lipoarabinomannanes 
LC : liquid chromatography 
LM : lipomannanes 
LOS : lipo-oligo-saccharides 
LPS : lipopolysaccharides 
LTA : lipoteichoic acid 
MAC : Mycobacterium avium complex 
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mAGP : mycoloyl- arabinogalactane-peptidoglycane 
MALDI-TOF : Matrix Assisted Laser Desorption Ionisation - Time of Flight 
ManLAM : lipoarabinomannanes avec une coiffe mannose 
MAS : magic angle spinning 
MAS-RMN : magic angle spinning -  
MATE : multidrug and toxic compounds extrusion 
Mce : mammalian cell entry 
MCP-1 : monocyte chemoattractant protein-1 
MDR : multi-drug resistant 
MFS : major facilitator superfamily 
MMCW : mycomembrane liée à l’arabinogalactane-peptidoglycane 
MMT : mono-mycolate de tréhalose 
MS : spectrométrie de masse 
MTC : Mycobacterium tuberculosis complex 
MWCO : molecular weight cut off 
NADH : nicotinamide adénine dinucléotide 
NADPH : nicotinamide adénine dinucléotide phosphate 
NAG : N-acétyl-D-glucosamine 
NAM : acide N-acétyl-muramique 
N-ter : N-terminal 
NTM : non tuberculous mycobacteria 
OMP : outer membrane protein 
OMS : organisation mondiale de la santé 
PAT : poly-acyltréhalose 
PBP : penicillin-binding proteins 
PDIM ou DIM : phtiocérol dimycocérosates 
PE : phosphatidyl-éthanolamines 
PG : peptidoglycane 
PGL : glyco-lipides- phénoliques 
PI : phosphatidyl-innositol 
PiLAM : lipoarabinomannanes avec une coiffe phospho-innositol 
PIM : phosphatidyl-innositol-mannosides 
PM : membrane plasmique 
RD1 : région de délétion 1 
RMN : résonance magnétique nucléaire 
RND : resistance-nodulation cell division 
Rpm : rotations par minute 
SBP : substrat binding protein 
SDS-PAGE : sodium dodecyl sulfate polyacrylamide gel electrophoresis  
Sec : système de sécrétion général « sec » 
SL : sulfolipides 
SMR : small drug resistance 
SP : peptide signal 
SP : protéines sécrétées 
SP-I : peptide signal de type I 
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SP-II : peptide signal de type II 
T7SS : type 7 secretion system 
TAT : tri-acyltréhalose 
Tat : twin arginine protein transport 
THE : Tris HCl 20 mM pH 7,4 contenant 1mM d’EDTA  
TNF : tumor necrosis factor 
TPP : polyphléates de tréhalose 
VIH : virus de l’immunodéficience humaine 
WTA : wall teichoic acid 

















Les enveloppes bactériennes 
 
L’enveloppe bactérienne est une structure complexe composée de plusieurs « couches » permettant 
de protéger la bactérie de l’environnement l’entourant et de maintenir l’intégrité cellulaire. Cependant 
le rôle de protection de cette enveloppe n’empêche pas l’import sélectif de nutriments ou l’export de 
déchets ou d’effecteurs produits par la bactérie. Deux groupes majeurs d’enveloppes bactériennes 
sont distingués tenant leur nom de la coloration de Gram, mise au point en 1884 par Christian Gram : 
les Gram positives (Gram+) et les Gram négatives (Gram-) selon leur affinité pour les colorants. La base 
de cette coloration et de ce classement repose essentiellement sur la composition et structure des 
enveloppes bactériennes. Les Gram+ (à la coloration) présentent en majorité une couche pariétale 
plutôt épaisse et une seule membrane, alors que la majorité des Gram- (à la coloration) a une couche 
pariétale plutôt fine et deux membranes mais cela est loin d’être une généralité (Sutcliffe 2010). C’est 
l’épaisseur de cette couche pariétale qui joue un rôle dans l’affinité pour les colorants - et non le 
nombre de membranes présentes -, et plus particulièrement la résistance ou non à la décoloration par 
l’alcool. Il serait plus juste de différencier les deux types d’enveloppes bactériennes par les termes : 
monoderme et diderme. Les monodermes ont une seule membrane qui correspond à la membrane 
plasmique alors que les didermes possèdent une membrane externe de quelque nature que ce soit en 
plus de la membrane plasmique ; et cela sans préjuger de l’épaisseur de la couche pariétale, ni de la 
réponse à la coloration de Gram. 
L’enveloppe des bactéries didermes « Gram- » classiques, dont le modèle d’étude est représenté par 
la division des Proteobacteria, est composée d’une membrane plasmique surmontée d’un 
peptidoglycane lui-même surmonté d’une membrane externe composée en partie de 
lipopolysaccharides (LPS) (Figure 1 et 2). La plus connue des bactéries Gram- est Escherichia coli qui 
sert de modèle pour de nombreuses études notamment pour la compréhension de processus 
biologiques.  
L’enveloppe des bactéries monodermes « Gram+ » classiques est composée d’une membrane 
plasmique surmontée d’un peptidoglycane épais. Elles ne présentent pas de membrane externe 
(Figure 1 et 4). La plus connue des bactéries Gram+ est Bacillus subtilis même si la structure de 
l’enveloppe de Staphylococcus aureus a été plus étudiée notamment dans la compréhension des 




1. Les bactéries didermes (protéobactéries) 
 
C’est grâce aux techniques de microscopie électronique (Figure 2) que la structure de l’enveloppe des 
bactéries didermes (protéobactéries) a clairement été révélée. Cette enveloppe est composée de trois 







Figure 2 : Cliché de Cryo-électro-microscopie d’E. 
coli. OM : membrane externe, PG : peptidoglycane 
et PM : membrane plasmique. Echelle : 200 nm 
(Matias, Al-Amoudi et al. 2003) 
Figure 1 : Structure schématique des enveloppes des bactéries monoderme (à gauche) et diderme (à 
droite) d’après (Silhavy, Kahne et al. 2010). WTA : wall teichoid acid, LTA : lipoteichoic acid, CAP : 
covalently attached protein - protéines attachée covalemment au peptidoglycane, IMP : inner 
membrane protein - protéines de la membrane interne, OMP : outer membrane protein - protéines de 
la membrane externe, LPS : lipopolysaccharide, LP : lipoprotéine. 
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La membrane externe à LPS est le marqueur de ces bactéries. Cette membrane est une bicouche 
lipidique asymétrique dont le feuillet interne est composé de phospholipides et le feuillet externe de 
glycolipides, les LPS (Figure 1) (Malanovic and Lohner 2016). Les LPS sont des molécules complexes 
composées de trois parties principales (Figure 1) que sont :  
-Le « lipide A » qui est un disaccharide de glucosamine (di-GlcN) estérifié par des chaînes acyles 
servant d’ancrage à la membrane externe.  
-Le « core » oligosaccharidique, lié à la glcN, lui-même divisé en deux régions ; le core intérieur 
(ou inner core) composé d’acide 3-deoxy-D-manno-octulsonic (Kdo) et de L-glycero-D-manno-heptose 
(Hep) et le core externe (ou outer core) constitué d’oses tels que des hexoses et hexosamines. 
-La région « antigène O » (AgO) liée au core est la région la plus grande du LPS composée 
d’oligosaccharides répétitifs. La variabilité de cette région est importante au sein des souches 
bactériennes (Clifton, Skoda et al. 2013).  
Les protéines retrouvées dans cette membrane externe (OMP) sont majoritairement des lipoprotéines 
(détails chapitre IV - 5) ou des protéines organisées en tonneaux β comme les porines. Les porines 
permettent le passage passif de molécules nécessaires à la nutrition des bactéries et sont organisées 
en oligomères.  
Le peptidoglycane, exosquelette rigide conférant sa forme à la bactérie, est un long polymère composé 
d’unités répétitives du disaccharide : N-acétyl glucosamine (NAG) – acide N-acétyl muramique (NAM) 
liés en β1-4. Ces unités répétitives sont réticulées entre elles via un pont peptidique reliant les 
tétrapeptides liés au NAM de deux chaînes adjacentes. Chez les protéobactéries, la couche de 
peptidoglycane est très mince (environ 4 nm), un à deux feuillets, ce qui favorise la décoloration à 
l’alcool et détermine le caractère Gram- de ces bactéries. 
Le périplasme correspond à un compartiment cellulaire aqueux délimité par les deux membranes 
bactériennes (externe et plasmique). Parmi les protéines présentes dans le périplasme des bactéries 
didermes, on retrouve chez E. coli les « periplasmic binding protein » impliquées dans le transport des 
oses ou encore des acides aminés mais également des protéines impliquées dans la biogénèse de 
l’enveloppe ou encore des enzymes dégradatives telles que des RNAses ou des phosphatases alcalines.  
La membrane plasmique ou membrane interne est une bicouche lipidique composée essentiellement 
de phospholipides et de protéines. Parmi les protéines la constituant, on compte les protéines de la 
chaîne respiratoire, de biosynthèse de lipides, de sécrétion de protéines ou encore de production 
d’énergie et de transport pour ne citer que celles conservées au sein des bactéries.  
Transport du cytosol vers les couches externes : excrétion - Les protéines sont synthétisées dans le 
cytoplasme et celles destinées à la membrane externe ou au périplasme possèdent des séquences 
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signal spécifiques appelées « peptide signal » (SP). Elles sont transloquées vers leur destination via les 
systèmes de sécrétion Sec dans le cas général (chapitre IV - 3).  Les machineries cellulaires impliquées 
dans la translocation des molécules vers la membrane externe sont résumées sur la Figure 3. La voie 
« Lpt » permet le transport des LPS vers la surface de la bactérie, la voie « Bam » permet le transport 




Figure 3 : a) Voie de transport des lipopolysaccharides « Lpt », voie des LPS : Les LPS sont synthétisés 
dans le feuillet interne de la membrane plasmique puis dans un premier temps transloqués par l’ABC 
transporteur MsbA dans le feuillet externe de cette membrane. Les différentes protéines du complexe 
LptBCGF constituent le second ABC transporteur de ce système appartenant au complexe 
LptABCDEFG. Les lettres sur les protéines de cette voie correspondent aux protéines LptA pour A, LptD 
pour D …  b) Voie de transport des OMP ou la voie « Bam » : les protéines contenant un SP mais pas 
de lipobox (SP I) sont prises en charge par le système de sécrétion Sec puis la voie Bam pour être 
transportées vers la membrane externe. SurA assure une activité de protéine chaperonne et les 
lipoprotéines BamBCDE et BamA permettent l’assemblage de la protéine au sein de la membrane 
externe. c) Voie de transport des lipoprotéines « Lol » : Les protéines possédant un SP et une lipobox 
(SP II) sont prises en charge par le système Sec puis par un ABC transporteur LolCDE assurant le passage 
de la membrane plasmique vers une protéine « soluble periplasmic carrier » appelée LolA. LolA délivre 
la lipoprotéine à la lipoprotéine LolB qui assure l’ancrage à la membrane externe. D’après (Silhavy, 
Kahne et al. 2010; Polissi and Sperandeo 2014) 
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Les deux membranes d’E. coli ont pu être séparées par fractionnement cellulaire de la bactérie sur 
gradient de densité de Percoll ou de saccharose (Miura and Mizushima 1968; Yamato, Anraku et al. 
1975; Morein, Henricson et al. 1994; Maddalo, Stenberg-Bruzell et al. 2011). Les enzymes de la chaîne 
respiratoire sont généralement utilisées comme marqueurs de la membrane interne et les LPS utilisés 
en tant que marqueurs de la membrane externe. La localisation de ces marqueurs a permis de 
confirmer la bonne séparation des deux membranes d’E. coli et ainsi la composition des deux 
membranes a pu être déterminée.  Ces travaux sur la caractérisation de la membrane externe ont 
ouvert la voie pour la découverte des enzymes impliquées dans le transport des molécules.  
 
2. Les bactéries monodermes (firmicutes) 
 
Contrairement aux bactéries Gram- elles ne possèdent pas de membrane externe (Figure 1 et 4). 
Cependant pour pallier le manque de protection apportée par la membrane externe, les bactéries 
monodermes possèdent un peptidoglycane plus épais composant plus de 60 % de la masse pariétale. 
Ce peptidoglycane est classiquement composé d’au moins une vingtaine de feuillets, d’où le caractère 
Gram+ à la coloration (résistant à la décoloration). A défaut de posséder une membrane, diverses 
protéines extracellulaires, dont certaines sont analogues à celles retrouvées dans le périplasme des 
bactéries didermes, sont retrouvées associées au peptidoglycane, à la membrane plasmique ou à la 
surface des bactéries. Ces protéines varient selon les conditions de culture ou l’environnement de la 










Figure 4 : Cliché de cryo-électro-microscopie de B. subtilis. PM : 
membrane plasmique, GL : couche granuleuse, IWZ : inner wall 
zone correspondant au périplasme et OWZ : outer wall zone 
correspondant au peptidoglycane. Echelle : 50 nm. D’après 
(Zuber, Haenni et al. 2006) 
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La membrane plasmique est de composition similaire à celle des bactéries didermes, elle est 
composée essentiellement de phospholipides et de protéines. 
Le peptidoglycane est de structure similaire à celui retrouvé chez les bactéries didermes mais son 
épaisseur est différente.  
Les composés de surface sont des protéines, et des polysaccharides de « surface » comme les acides 
teichoiques retrouvés spécifiquement dans les bactéries Gram+. Il existe deux types d’acides 
teichoiques : ceux liés de façon covalente au peptidoglycane appelés WTA pour wall teichoic acid et 
ceux ancrés à la membrane plasmique appelés LTA pour lipoteichoic acid. Concernant les protéines 
elles sont impliquées dans la réponse immunitaire, l’adhésion, l’internalisation des bactéries ou encore 
dans l’acquisition du fer. La majorité de ces protéines sont excrétées via le système Sec et restent 
associées à la bactérie (association non covalente avec le peptigoglycane, ancrées à la membrane 
plasmique ou en interaction avec les composants de surface tels que les acides teichoiques). D’autres 
protéines possèdent deux séquences signals permettant leur translocation à travers la membrane 
plasmique via le système Sec et leur liaison covalente au peptigoglycane par les sortases.  
 
3. Les Corynebacteriales, entre deux classes de bactéries ?  
 
Les Corynebacteriales répondent positivement à la coloration de Gram et sont donc classées 
traditionnellement Gram+. Cependant elles présentent les caractéristiques des deux types de 
bactéries, à savoir un peptidoglycane et arabinogalactane épais et la présence d’une membrane 
externe. Phylogénétiquement elles appartiennent à la division des Actinobacteria, qui avec les 
Firmicutes mais aussi d’autres divisions de bactéries didermes, forment le super-phylum des 
Terrabacteria (Rinke, Schwientek et al. 2013). Les mycobactéries appartiennent aux Corynebacteriales 
mais contrairement à E. coli peu d’informations sont disponibles concernant la localisation exacte des 
protéines et lipides composant ces deux membranes ainsi que sur les mécanismes de transport des 
















Les mycobactéries sont caractérisées par la présence d’une enveloppe complexe, de composition et 
d’architecture inhabituelles et sont les parasites intracellulaires des macrophages (pour les espèces 
pathogènes). L’enveloppe mycobactérienne a fait l’objet de nombreuses études dans le cadre de la 
lutte contre ces pathologies ; en effet, elle joue un rôle essentiel dans la barrière de perméabilité, 
entrainant une résistance intrinsèque unique des mycobactéries aux défenses bactéricides de l’hôte, 
aux antibiotiques et autres désinfectants (Daffe and Draper 1998). Cette très faible perméabilité 
s’explique par la composition très riche en lipides de leur enveloppe, et plus particulièrement par la 
présence d’une membrane externe de structure inhabituelle, appelée mycomembrane. D’autre part, 
certains composants de cette enveloppe, en particulier des lipides de structure complexe, jouent aussi 
un rôle important dans la pathogénicité et la persistance du bacille chez l’hôte (Astarie-Dequeker, 
Nigou et al. 2010). 
L’enveloppe des mycobactéries est composée de trois grandes parties que sont : une membrane 
plasmique possédant de fortes similarités avec les autres microorganismes, une paroi et une couche 
externe aussi appelée capsule dans le cas des bactéries pathogènes.  
La paroi est composée du complexe mAGP - peptidoglycane lié de façon covalente à un polysaccharide 
complexe l’arabinogalactane, lui-même estérifié sur ses extrémités arabinosyles par des acides 
mycoliques formant le feuillet interne de la mycomembrane – et de lipides, en particulier des 
glycolipides à tréhalose et des protéines qui viennent s’associer aux acides mycoliques du complexe 
mAGP pour former la mycomembrane. Les acides mycoliques ne se trouvent que chez les 
Corynebacteriales et leur biosynthèse est la cible de plusieurs antituberculeux de première intention 
comme l’isoniazide. Ce sont des acides gras α-ramifiés et β-hydroxylés à longues chaînes carbonées, 
résultant de la condensation de deux acides gras. Les diverses fonctions chimiques localisées en 
positions distale et proximale de la chaîne méromycolique (cyclopropane, insaturation, hydroxyl, céto, 
méthoxyl) varient selon les espèces. Ces acides mycoliques ont un rôle essentiel dans la perméabilité 
de l’enveloppe puisqu’ils participent à la formation de la mycomembrane, barrière de perméabilité 
des mycobactéries. L’épaisseur de cette mycomembrane, observée par cryo-microscopie (CEMOVIS) 
(Hoffmann, Leis et al. 2008; Zuber, Chami et al. 2008), serait de 7 nm, une épaisseur similaire à celle 
de la membrane plasmique. D’un point de vue structural se pose alors la question de savoir comment 
une bicouche composée d’acides mycoliques de plus de 70 atomes de carbone pourrait s’organiser 
pour former une membrane d’une épaisseur similaire à celle de la membrane plasmique, formée 
essentiellement de phospholipides composés d’acides gras de 16 à 18 carbones.  
La couche externe surmonte la mycomembrane et est plus ou moins épaisse selon l’espèce de 
mycobactérie. Les lipides complexes formant la mycomembrane ou présents dans la capsule sont 
impliqués dans la virulence des mycobactéries (Astarie-Dequeker, Nigou et al. 2010). Parmi ces lipides, 
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dont le rôle dans la pathogénicité a pu être mis en évidence par l’analyse in vivo de mutants de 
biosynthèse, on trouve par exemple les dimycocérosates de phthiocerol (Camacho, Ensergueix et al. 
1999), les phénolglycolipides (Reed, Domenech et al. 2004) et les sulfolipides (Converse, Mougous et 
al. 2003). Ces lipides sont en partie exposés à la surface bactérienne (OrtaloMagne, Lemassu et al. 
1996), mais leur localisation dans les couches plus profondes de l’enveloppe – incluant la 
mycomembrane – n’est pas clairement déterminée. Grâce au développement de méthodes d’analyse 
performantes, la structure des composés lipidiques majeurs de cette enveloppe est aujourd’hui bien 
connue. Toutefois, nous ne disposons que de très peu d’informations concernant la localisation exacte 
et l’organisation de ces lipides au sein de l’enveloppe. Il en est de même pour l’identification et la 
localisation des protéines, en particulier celles de la mycomembrane. Le peu de connaissance se 
résume à quelques porines dont seule MspA a été caractérisée chez M. smegmatis (Niederweis, Ehrt 
et al. 1999; Stahl, Kubetzko et al. 2001) et à ce jour aucun système permettant le passage de solutés à 
travers la mycomembrane chez M. tuberculosis n’a été clairement identifié, ceci étant principalement 
dû à la difficulté à isoler proprement la mycomembrane.  
Des résultats majeurs d’isolement des membranes ont déjà été obtenus chez C. glutamicum - espèce 
appartenant aussi aux Corynebacteriales validée comme modèle d’étude des mycobactéries (Daffé 
2005). En effet, le complexe mAGP a pu être isolé après lyse et fractionnement de l’enveloppe 
bactérienne sur gradient de densité de saccharose, en collaboration avec le Dr N. Bayan (Marchand, 
Salmeron et al. 2012). La composition du feuillet externe de la mycomembrane de C. glutamicum a pu 
être analysée et indique que la mycomembrane n’est constituée que de glycolipides, où les MA sont 
liés au tréhalose sous forme de di- ou mono-mycolate de tréhalose (DMT ou MMT). Ainsi, ces résultats 
démontrent que la mycomembrane de C. glutamicum est exclusivement constituée d’un seul type de 
lipides : les acides mycoliques.  
L’étude proposée ici vise donc à déterminer la composition et à mieux connaître l’organisation de la 
mycomembrane des mycobactéries. En effet, comparé à la membrane externe des bactéries Gram 
négatives, très peu de choses sont connues sur la mycomembrane des mycobactéries. Les objectifs 
principaux de cette thèse sont de déterminer la composition en lipides et en protéines des membranes 
















I. Les mycobactéries 
 
En 1896, le genre Mycobacterium est introduit par Lehmann et Neumann pour y classer les 
mycobactéries pathogènes que sont M. tuberculosis et M. leprae. Ce genre Mycobacterium appartient 
au domaine Bacteria, division des Actinobacteria ordre des Corynebacteriales, famille des 
Mycobacteriaceae. 
Les mycobactéries comptent plus de 190 espèces dont près de 2/3 sont pathogènes pour l’homme. 
Les mycobactéries sont des bacilles droits ou légèrement incurvés aux extrémités arrondies et 
mesurant de 2 à 5 µm de long pour une largeur de 0,2 à 0,3 µm (Figure 5). Ces bactéries possèdent un 
génome riche en G + C (60 à 70 %) et de taille variable selon l’espèce. Le plus petit génome 
mycobactérien est celui de M. leprae, 3,3 Mb (Cole, Eiglmeier et al. 2001) considéré comme étant 
composé du « minimum » génomique mycobactérien. La coloration de Zielh-Neelsen (Figure 5) permet 
l’identification microscopique des mycobactéries, qui sont classées comme étant alcoolo-acido 
résistantes du fait de leur enveloppe particulière et riche en lipides.  
Les mycobactéries peuvent être classées en trois groupes : les pathogènes stricts, les pathogènes 
opportunistes et les non pathogènes saprophytes.  
Les pathogènes stricts sont retrouvés chez les hommes ou les animaux malades. Les bactéries 
pathogènes appartiennent au groupe MTC « Mycobacterium tuberculosis complex » comptant les 
espèces M. tuberculosis, M. bovis, M. africanum, M. microti, M. caprae, M. mungi, M. orygis, M. 
suricattae, M. pinnipedii et M. canetti et au groupe M. leprae (M. leprae et candidatus « M. 
lepromatosis »). Les espèces du groupe MTC partagent 99 % d’identité au niveau génomique mais 
diffèrent d’un point de vue biochimique, morphologique et par leur profil épidémiologique. Les 
mycobactéries du groupe MTC sont responsables de la tuberculose chez les mammifères. La 
transmission interhumaine de maladies causées par les mycobactéries est possible par voie aérienne 
(tuberculose) ou par contact (lèpre). La lèpre est une maladie chronique qui affecte la peau, les nerfs 
périphériques, la muqueuse des voies respiratoires supérieures et les yeux (OMS).  
Les NTM pour « Non Tuberculous Mycobacteria » regroupent les mycobactéries pathogènes 
opportunistes n’appartenant pas au complexe MTC. Elles comprennent la majorité des espèces 
mycobactériennes (138, soit plus des 2/3 des espèces de mycobactéries) comme M. avium, M. 
intracellulare, M. xenopi, M. kansasii, M. marinum, M. ulcerans, M. chelonae et M. fortuitum. Ces 
mycobactéries sont retrouvées chez certains animaux, dans la nourriture, sur la surface de plantes, 
dans l’environnement et plus particulièrement dans l’eau. Du fait de leur résistance aux 
décontaminants, les mycobactéries peuvent se retrouver sur le matériel médico-chirurgical provocant 
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des infections cutanées ou encore dans les aquariums, piscines et systèmes de distributions d’eau. Ces 
NTM pathogènes sont associées à des maladies appelées mycobactérioses que les sujets 
immunodéprimés sont plus disposés à développer. Selon le degré d’immunodépression des personnes, 
ces mycobactérioses peuvent être localisées ou généralisées. La majorité de ces infections sont dues 
aux mycobactéries du groupe MAC (« M. avium complex » comptant les différents sous-espèces de M. 
avium et M. intracellulare). 
 
Figure 5 : En haut : Cliché de microscopie M. tuberculosis en microscopie électronique à balayage, 
extrait de l’article « The next anti-tuberculosis drug may already be in your local pharmacy » 
(https://actu.epfl.ch/news/the-next-anti-tuberculosis-drug-may-already-be-i-2/), prise par Stewart 
Cole/EPLF. En bas : Cliché de microscopie confocale après coloration de Zielh-Neelsen des bacilles. Les 




Cependant ces maladies ne peuvent pas se transmettre directement entre êtres humains. La 
transmission peut se faire via la peau suite à des blessures ou chirurgie médicale pour M. marinum, via 
l’air où les bactéries sont présentes dans des microgouttelettes ou encore via l’eau.  
Enfin, les mycobactéries saprophytes ne possèdent pas de pouvoir pathogène particulier et sont 
généralement environnementales. 
Parmi les mycobactéries, on distingue les mycobactéries à croissance lente pour lesquelles une 
durée supérieure à sept jours est nécessaire pour former des colonies visibles sur support solide, c’est 
le cas de M. tuberculosis, M. bovis, M. africanum, M. kansasii … et les mycobactéries à croissance 
rapide nécessitant moins de sept jours pour former des colonies, comme par exemple M. smegmatis, 
M. fortuitum, M. abcessus … Les bactéries à croissance lente regroupent la majorité des espèces 
pathogènes (près des deux-tiers) et à l’inverse celles à croissante rapide une majorité (85 %) d’espèces 
saprophytes (Gutierrez, Supply et al. 2009). 
 
1. Infection par M. tuberculosis 
 
La transmission de la tuberculose se fait par les voies aériennes supérieures suite à l’inhalation de 
bactéries. Une personne atteinte de tuberculose active peut contaminer une ou plusieurs personnes 
voisines quand elle expectore des microgouttelettes chargées de bacilles. Le faible nombre de 
bactéries nécessaires à la transmission de la maladie fait que M. tuberculosis est classée comme étant 
un agent hautement infectieux. En effet, la présence d’une seule bactérie inhalée est suffisante pour 
infecter une personne et les bacilles (ou le bacille) présents au sein des gouttelettes expectorées ont 
la capacité de rester pendant de longues périodes dans l’air. Les (ou la) bactéries inhalées sont alors 
véhiculées jusqu’aux poumons, plus particulièrement au niveau des alvéoles pulmonaires. L’hôte fait 
alors intervenir le système immunitaire inné puis adaptatif. Le système immunitaire inné entre en jeu 
lors d’une première rencontre avec un pathogène, et protège donc de manière non spécifique contre 
beaucoup de pathogènes. Le système immunitaire adaptatif quant à lui est spécifique à un pathogène, 
il se développe après l’identification du pathogène par le système immunitaire inné dans le but de 
contrôler la prolifération du pathogène. Le système immunitaire adaptatif garde en « mémoire » le 
pathogène rencontré pour permettre une réponse plus rapide et vigoureuse lors d’une prochaine 
infection. 
Dans un premier temps, la réponse immunitaire innée se met en place pour lutter contre la 
propagation des bactéries. Les cellules phagocytaires (macrophages alvéolaires) vont phagocyter le 
matériel étranger à l’organisme. Des cytokines pro-inflammatoires et des chimiokines sont alors 
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sécrétées. Cette sécrétion de molécules permet le recrutement d’autres acteurs impliqués dans la 
réponse immunitaire innée que sont les neutrophiles, les cellules NK (Natural Killer) et les lymphocytes 
T conduisant à l’inflammation. L’inflammation engendre la production d’interférons γ (IFN γ) qui 
activent le pouvoir bactéricide du macrophage qui devient mycobactéricide (Hanekom, Abel et al. 
2007). Cependant la mise en place d’une immunité adaptative est nécessaire face à une infection par 
M. tuberculosis. En effet, M. tuberculosis peut survivre et se développer à l’intérieur d’un phagosome, 
entrainant la destruction des cellules phagocytaires. D’autres cellules phagocytaires, les cellules 
dendritiques entrent alors en jeu pour éliminer le bacille tuberculeux. Ces cellules dendritiques sont 
spécialisées dans la mise en place d’une réponse immunitaire adaptative et vont induire la prolifération 
de lymphocytes T. Les lymphocytes T ont un rôle majeur dans la lutte contre M. tuberculosis car ils 
possèdent des fonctions cytotoxiques capables de tuer directement les bactéries présentes à 
l’intérieur des cellules. Ces molécules cytotoxiques sont les granzyme, perforine et granulysine. 
L’interaction entre les molécules impliquées dans les deux systèmes d’immunité est bidirectionnelle. 
Les macrophages vont assister les lymphocytes T dans leur fonction via la production d’interleukines 
(IL-12) et les lymphocytes T activent les macrophages via la production d’ IFN γ (Hanekom, Abel et al. 
2007). Les macrophages se retrouvent alors dans un état d’activation optimal pour le contrôle des 
bacilles via la formation d’un granulome. Le granulome est composé en son centre de macrophages, 
pouvant fusionner pour former des cellules géantes multinucléées, entourés par des lymphocytes T. 
Cette structure cellulaire est caractéristique de la tuberculose humaine et permet de contrôler la 
propagation du bacille tuberculeux. Ce contrôle repose sur l’équilibre entre le système immunitaire de 
l’hôte et la survie de la bactérie. Dans 90 à 95 % des cas d’infection, le bacille résiste aux composantes 
des deux systèmes immunitaires et entre alors dans un état de quiescence persistant, aussi appelé état 
de dormance, durant plusieurs années. L’individu est infecté mais ne développe aucun symptôme, on 
parle alors d’infection latente. Lorsque l’équilibre hôte-pathogène est perturbé le bacille est 
« réactivé ». Cette réactivation se produit dans 5 à 10 % des cas d’infection latente lorsque l’équilibre 
hôte-pathogène est déplacé en faveur du bacille (malnutrition, immunodépression, âge avancé …). Les 
bacilles se multiplient au sein des macrophages, le granulome est alors détruit entrainant la 
dissémination des bacilles, la maladie se développe : on parle alors de tuberculose active. 
L’échappement du bacille tuberculeux des macrophages peut conduire à la formation de tuberculoses 
extra-pulmonaires, cet échappement se produit cependant très rarement. L’infection est résumée en 





2. La tuberculose  
 
La tuberculose est une maladie causée par un agent infectieux unique, Mycobacterium tuberculosis 
aussi appelé bacille de Koch. Décrite au début avec des termes plutôt positifs à laquelle on attribuait 
des vertus créatrices et d’inspiration du génie, elle fut reconnue en tant que maladie infectieuse après 
la découverte du bacille par Robert Koch en 1882. Cette découverte lui valu le prix Nobel de médecine 
attribué en 1905. La maladie est devenue alors redoutée et les méthodes de prévention et de 
traitement se sont développées. Jusqu’aux années 1960, les patients étaient traités dans des 
sanatoriums, la cure contre la tuberculose étant du repos, du soleil, de l’air pur et une alimentation 
équilibrée. Ces cures étaient parfois associées à des traitements chirurgicaux comme la 
collapsopthérapie ou pneumothorax artificiel permettant de cicatriser les poumons abimés par la 
maladie. Ces traitements peu efficaces furent utilisés durant la première moitié du XXème siècle et la 
chimiothérapie a permis de maitriser la tuberculose, aussi appelée à l’époque « peste blanche », grâce 
à l’introduction de la streptomicyne découverte en 1943 par SA Waksman, qui fut récompensé du Prix 
Nobel de Médecine en 1952. 
 
Figure 6 : Schéma résumant l’infection pulmonaire par M. tuberculosis et la réponse immunitaire de 
l’hôte, adapté de (Hanekom, Abel et al. 2007). 
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La tuberculose, maladie présente partout dans le monde, se manifeste majoritairement sous forme 
d’infection pulmonaire (70 % des cas (Kulchavenya 2014)) mais d’autres formes minoritaires sont 
observées telles que les tuberculoses osseuse, méningée ou encore ganglionnaire. La tuberculose est 
considérée comme étant un problème de santé publique majeur puisqu’elle est l’une des dix premières 
causes de mortalité dans le monde. Depuis 1993 l’OMS (Organisation Mondiale de la Santé) a déclaré 
la lutte contre la tuberculose comme étant une priorité de santé publique à l’échelle mondiale. 
Différentes stratégies de lutte ont été mises en place, comme la stratégie DOTS (Directly Observed 
Treatment Short course) en 1995, « STOP TB » en 2006 et « The End TB Strategy » en 2015 qui vise à 
réduire de 95 % le nombre de décès et de 90 % l’incidence de la tuberculose entre 2015 et 2035. De 
nos jours, la tuberculose reste l’une des principales causes de décès dû à un unique agent infectieux.  
Environ un tiers de la population mondiale est infectée de façon latente par M. tuberculosis (Young, 
Gideon et al. 2009) mais peu d’entre eux, environ 5 % (Abel, El-Baghdadi et al. 2014), développeront 
la maladie qu’est la tuberculose. Dans le cas où la maladie n’est pas développée (> 90 % des cas), les 
bactéries sont présentes dans le corps des personnes mais il y a un équilibre entre le système 
immunitaire et l’infection bactérienne. Les personnes ne sont pas malades et par conséquent non 
contagieuses. Par contre si le système immunitaire s’affaiblit (infection par VIH, vieillesse, malnutrition 
…), les personnes immuno-déprimées présentent plus de risque de développer une tuberculose 
évolutive.  
Les bactéries vont alors se multiplier, ce qui entrainera les symptômes typiques de la tuberculose que 
sont des toux accompagnées d’expectorations teintées de sang, des douleurs dans la poitrine, une 
faiblesse générale, de la fièvre, des sueurs nocturnes et une perte de poids (OMS). L’infection entre 
alors dans sa phase active. Une personne développant une tuberculose active peut infecter au cours 
d’une année entre 3 et 10 personnes avec lesquelles elle est en contact étroit (Pai, Behr et al. 2016). 
Les personnes infectées de façon latente forment un réservoir immense de personnes présentant un 
risque de développer la tuberculose. Une recrudescence du nombre de cas de tuberculose est 
observée depuis les années 1990 à cause de l’émergence de souches résistantes aux antibiotiques et 
à cause de la co-infection avec le VIH (Virus Immunodéficience Humaine). La tuberculose est la 
première cause de décès des personnes vivant avec le VIH, près d’un tiers des personnes infectées par 
le VIH sont co-infectées par M. tuberculosis.  
Plus d’un siècle après la découverte du bacille tuberculeux, la tuberculose n’est toujours pas éradiquée 
des pathogènes humains. En effet la tuberculose reste l’une des maladies les plus meurtrières au 
monde notamment à cause d’un accroissement de la succeptibilité de la population (VIH et autres 
facteurs économiques et environnementaux affectant le système immunitaire (Katona and Katona-
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Apte 2008; Pawlowski, Jansson et al. 2012)) mais aussi à cause de la capacité d’évolution du genre 
Mycobacterium développant des souches multirésistantes aux médicaments.   
 
3. Les moyens de lutte contre la tuberculose 
 
Avant le milieu du XIXème siècle, les scientifiques s’intéressaient plus à la compréhension et au 
diagnostic de la tuberculose qu’à la mise en place d’un traitement. A l’époque les personnes atteintes 
de tuberculose allaient dans des sanatoriums où elles suivaient des cures de repos, des exercices 
physiques et un régime alimentaire riche. Ce dernier couplé à une exposition au soleil (synthèse de 
Vitamines D) semblait « booster » le système immunitaire ainsi que son activité antibactérienne.  
 
i. Le vaccin BCG  
 
Le vaccin BCG doit son nom à Albert Calmette et Camille Guérin qui l’ont découvert au début du XXème 
siècle et c’est, de nos jours, l’unique traitement préventif mis au point pour lutter contre la 
tuberculose. La vaccin BCG est une souche vaccinale vivante atténuée dérivant de l’espèce 
Mycobacterium bovis, infectant les bovins mais aussi responsables de tuberculoses humaines, 
présentant 99 % d’homologie avec M. tuberculosis. La souche atténuée vaccinale de M. bovis a été 
obtenue après 231 passages successifs de M. bovis sur un milieu de culture composé de tranches de 
pommes de terre immergées dans de la bile de bœuf additionné de glycérine. Cette souche vaccinale 
est atténuée et est incapable de provoquer des lésions tuberculeuses sur les animaux de laboratoire. 
Cette atténuation est due à l’absence de gènes codant pour les protéines antigéniques de M. 
tuberculosis que sont les protéines ESAT-6 et CFP-10. Les gènes codant ces protéines impliquées dans 
la virulence de M. tuberculosis et M. bovis sont situés dans la région de différence aussi appelée RD1. 
RD1 est absent de tous les variants de M. bovis BCG (Majlessi, Brodin et al. 2005). Le premier nouveau-
né fut vacciné par M. bovis BCG en 1921 à Paris. A partir de 1940, l’utilisation au niveau international 
de ce vaccin s’est généralisée. Depuis juillet 2007 il n’est plus obligatoire de se faire vacciner par le BCG 
en France (sauf dans certaines professions), cependant cette vaccination reste recommandée pour les 
nouveaux nés susceptibles de présenter un facteur de risque. Il est prouvé que ce vaccin est efficace 
pour prévenir les formes de tuberculose méningée et disséminée chez l’enfant (Russell, Barry et al. 
2010). Par contre l’efficacité du BCG étant faible pour les enfants infectés par le VIH, la vaccination est 
contre-indiquée. En effet, le vaccin BCG peut provoquer chez certaines personnes des complications 
rares et spécifiques appelées bécégites (ou BCGites) (Sellami, Amouri et al. 2015). Ces complications 
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se traduisent par des réactions locales ou plus graves (formes disséminées) pour les personnes 
souffrant d’un déficit immunitaire. Ces cas de BCGites sont cependant rares avec une fréquence variant 
de 0,2 à 3 % selon les études (Sellami, Amouri et al. 2015). L’efficacité du vaccin est remise en cause et 
varie de 0 à 80 % selon les populations, la voie d’administration du vaccin, les facteurs génétiques 
(souvent reliés à l’environnement), les régions du globe et selon le variant utilisé (Fine 1995). En effet 
il existe 13 variants génétiques du vaccin BCG qui se différencient phénotypiquement (Liu, Tran et al. 
2009). Cette efficacité pourrait aussi être diminuée par l’exposition, dans certaines régions tropicales, 
à des bactéries environnementales pouvant inhiber ou masquer l’effet du vaccin BCG (Brandt, Cunha 
et al. 2002; Demangel, Garnier et al. 2005). 
Pour ces différentes raisons, de nouveaux vaccins sont à l’étude pour remplacer ou/et améliorer 
l’efficacité du BCG voire même obtenir, comme pour M. bovis, une souche atténuée de M. tuberculosis.  
 
ii. Les nouveaux vaccins  
 
Les nouveaux vaccins peuvent être classés en trois catégories différentes (Tableau 1). Dans la première 
on retrouve les vaccins de type « Prime » qui sont composés de souches vivantes et atténuées de 
bactéries. Comme pour le vaccin BCG, ce type de vaccin est administré aux nouveaux nés dans le but 
préventif de protéger les personnes non infectées. Ces vaccins ont pour ambition de remplacer le BCG. 
Il existe deux vaccins candidats que sont MTBVAC et VPM1002. MTBVAC est composé d’une souche 
vivante de M. tuberculosis délétée des gènes fadD26 et phoP (Ginsberg, Ruhwald et al. 2016). La 
délétion de ces gènes empêche, respectivement, la synthèse d’un lipide impliqué dans la virulence de 
M. tuberculosis (dimycocérosate de phthiocérol aussi appelé DIM) ainsi que la sécrétion d’un second 
facteur de virulence nommé ESAT-6 (Ginsberg, Ruhwald et al. 2016; Marinova, Gonzalo-Asensio et al. 
2017). 
La seconde catégorie regroupe les vaccins de type « Booster » qui ont pour but de stimuler la réaction 
immunitaire induite initialement par le BCG. Ce type de vaccination cible plus particulièrement les 
personnes adultes et adolescentes déjà vaccinées par le BCG. Ces vaccins sont présentés sous formes 
de vaccins protéiques (comme H1/H56:IC31, ID93 + GLA-SE, M72 + AS01E) ou vaccins viraux (par 
exemple Ad5 Ag85A, ChAdOx1,85A/MVA85A, TB / FLU-04L) (Ginsberg, Ruhwald et al. 2016; Pai, Behr 
et al. 2016).  
Enfin la troisième catégorie comprend les vaccins de type thérapeutique comme Vaccae ou RUTI 
composés de lysats mycobactériens. Les personnes ciblées ici sont déjà atteintes de tuberculose, le 
but de la vaccination est de diminuer la durée des traitements en stimulant le système immunitaire 








Vaccins de type souches vivantes atténuées ou tuées 
MTBVAC 1 Prime 
M. tuberculosis délétée des gènes phoP et 
fadD26, M. tuberculosis atténuée 
VPM 1002 2b Prime 
BCG recombinant exprimant la lystériolysine 
O (Listeria monocytogenes) 
et déplétée de l'uréase C 
DAR-901 2a Booster NTM entières inactivées par la chaleur 
Vaccae 3 Thérapeutique 
Lysat spécifique de mycobactéries M. vaccae 
inactivées par la chaleur 
RUTI 2a Thérapeutique 
Vaccin non vivant et poly-antigénique de M. 
tuberculosis 
Vaccins de type sous-unitaire 
Ad5 Ag85A 2 Booster Adénovirus 5 humain exprimant l'Ag85A 
ChAdOx1,85A/MVA85A 1 Booster 
Adénovirus simien (ChAd) / Modified 
Vaccinia Ankara (MVA) exprimant l'Ag85A 
MVA85A/MVA85A 1 Booster 
Intradermique suivie d’un aérosol de la 
souche virale vaccinale MVA exprimant 
l'Ag85A 
TB / FLU-04L 1 Booster 
Virus H1N1 (virus influenza A) peu réplicatif 
exprimant les antigènes Ag85A et ESAT-6 
H1:IC31 ou H56:IC31 2a Booster 
Protéine recombinante exprimant les 
antigènes Ag85B et ESAT-6 pour H1 ou 
Ag85B, ESAT-6 et Rv2660c pour H56 ; 
associés à l'adjuvant IC31 
H4:IC31 2a Booster 
Protéine de fusion exprimant les antigènes 
Ag85B et TB10.4 associés à l'adjuvant IC31 
ID93 + GLA-SE 2a Booster 
Protéine de fusion des antigènes Rv2608, 
Rv3619, Rv3620, Rv1813 associées 
à l'adjuvant GLA-SE 
M72 + AS01E 2b Booster 
Protéine de fusion recombinante exprimant 
les antigènes 32A et 39A associés à 
l'adjuvant AS01E 
 
Tableau 1 : Les nouveaux vaccins candidats pour lutter contre la tuberculose, adapté de (Ginsberg, 







iii. Les antibiotiques  
 
Le déclin de la tuberculose fut engagé jusqu’au milieu du XXème siècle grâce à l’amélioration des 
conditions de vie, la création de sanatoriums et les campagnes de vaccination par le BCG. Apparaissent 
alors les traitements antibiotiques, les premières antibiothérapies (Streptomycine et/ou Acide para-
amino salicylique (PAS)) suivies de l’émergence du phénomène de résistance aux antibiotiques (Daniels 
and Hill 1952). Les traitements monothérapeutiques ne permettent plus de traiter la tuberculose, il 
faut alors associer les antibiotiques afin de réduire l’incidence des résistances et renforcer les effets 
des antibiotiques. Actuellement, dans le cas d’un traitement d’une tuberculose dite sensible (ne 
présentant pas de résistance aux antibiotiques), le traitement de six mois est composé de quatre 
antibiotiques dits de première ligne, que sont : l’isoniazide, la rifampicine, l’éthambutol et la 
pyrazinamide. Le traitement se fait en deux phases : une première phase dite « intensive » et la 
seconde dite « de continuation ». Pendant la phase intensive du traitement, ces quatre antibiotiques 
sont administrés au patient durant deux mois, puis seules l’isoniazide et la rifampicine sont 
administrées durant la phase de continuation correspondant aux quatre derniers mois du traitement 
(Pai, Behr et al. 2016).  
Les différents antibiotiques antituberculeux sont classés en deux groupes principaux que sont les 
antibiotiques de première intention (ou première ligne) et ceux de seconde intention (ou seconde 
ligne).   
On distingue tout d’abord les antibiotiques de première ligne considérés comme étant les plus 
efficaces et qui sont au nombre de quatre : l’isoniazide, la rifampicine, l’éthambutol et la pyrazinamide 
(Tableau 2 et Figure 7). Ces traitements présentent des effets secondaires, comme par exemple des 
problèmes de toxicité hépatique sévère causés par l’isoniazide. Malgré leur efficacité, ces traitements 
très longs présentent des contraintes et sont parfois interrompus. Cette interruption est un problème 
majeur rencontré car il contribue à l’émergence de souches bactériennes résistantes aux antibiotiques.  
Les antibiotiques de seconde ligne (Tableau 2), plus toxiques, sont utilisés pour lutter contre les 
souches résistantes aux antibiotiques de première ligne. Deux niveaux de résistance sont différenciés,  
des souches multirésistantes aux antibiotiques (MDR) qui résistent au moins à la rifampicine et à 
l’isoniazide ou les souches extrêmement résistantes aux antibiotiques (XDR). Ce dernier cas, est un cas 
de multirésistance auquel s’ajoute la résistance à n’importe quelle fluoroquinolone et à l’un des trois 
médicaments injectables (kanamycine, amikacine ou capréomycine) dits de seconde intention. Le taux 
de mortalité est plus élevé pour les cas de tuberculose polypharmacorésistante où le traitement est 
plus long, durant entre 16 et 36 mois.  
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L’apparition de souches résistantes aux antibiotiques (MDR ou XDR) souligne l’urgence de développer 
de nouveaux antibiotiques pour diminuer la durée des traitements et être efficaces contre ces souches. 
De nouvelles molécules sont en phase de développement clinique (phase 1, 2 et 3) (Figure 15).  Parmi 
ces molécules, on retrouve par exemple en phase 3 la bedaquiline, ciblant la sous-unité c de l’ATP 
synthase, et les nitroimidazoles : delamanide et pretomanide, capables d’inhiber la synthèse des 
acides mycoliques (méthoxy et wax esters) mais dont le mode d’action exact reste inconnu.... Ces 
molécules sont utilisées en combinaison avec d’autres molécules déjà connues dans le but de 
développer des traitements moins longs et plus efficaces, notamment sur les souches MDR ou XDR.  
 
  




Effet sur la 
bactérie 
Cible Mécanisme d’action 
Antibiotiques de première ligne 
Isoniazide Bactéricide 
Plusieurs cibles. La 
principale : InhA 
Inhibe la biosynthèse des acides 
mycoliques 
Rifampicine Bactéricide 
Sous unité β de 
l’ARN polymérase 












mas et ppsA-E 
Inhibe trans-traduction des 
protéines 
Inhibe les transport et énergie 
membranaires 
Inhibe la synthèse du co-enzyme A 
et du pantothenate 




Inhibition de la synthèse de 
l’arabinogalactane 
Biosynthèse des phospholipides 
Métabolisme des ARNs 




Inhibe la synthèse protéique 
Ofloxacine Bactéricide 
ADN gyrase et 
ADN 
topoisomérase 











Inhibe la synthèse protéique 
Ethionamide Bactériostatique InhA 







Inhibe la biosynthèse de l’acide 
folique 
Cyclosérine Bactériostatique Ddl 
Inhibe la synthèse du 
peptidoglycane 
 
Tableau 2 : Récapitulatif des différents antibiotiques antituberculeux, leurs cibles et mécanismes 




II. L’enveloppe des mycobactéries  
 
Les mycobactéries sont caractérisées par la présence d’une enveloppe complexe, de composition et 
d’architecture inhabituelles dont certains composés ont un rôle dans la virulence et la réponse 
immunitaire. La caractérisation biochimique des composants de cette enveloppe a été entreprise dans 
l’équipe du Dr Daffé et ailleurs depuis plusieurs décennies (Daffe and Draper 1998). Grâce au 
développement de méthodes d’analyse performantes, combinant des techniques de séparation 
chromatographique et d’analyse structurale (résonance magnétique nucléaire (RMN) ou la 
spectrométrie de masse (MS) très résolutives ainsi que la mise au point de méthodes de dégradations 
chimiques contrôlées, les structures des composés lipidiques majeurs de cette enveloppe sont 
aujourd’hui bien connues. Toutefois, très peu d’informations sont disponibles concernant la 
localisation exacte et l’organisation de ces lipides complexes au sein de l’enveloppe. Les premiers 
modèles d’enveloppe des Corynebacteriales émanant d’études biochimiques et de cryo-microscopie 
électronique suggéraient la présence d’une membrane externe ou mycomembrane, épaisse et 
hydrophobe. Ce n’est que très récemment que l’existence de la mycomembrane a pu être clairement 
visualisée chez plusieurs Corynebacteriales par cryo-microscopie CEMOVIS (Hoffmann, Leis et al. 2008; 
Zuber, Chami et al. 2008) (Figure 8). Cette découverte majeure marque une nouvelle étape dans la 
compréhension de l’organisation de l’enveloppe, qui sera prise en compte pour l’étude des 
mécanismes moléculaires associés à la virulence et à la pathogénicité de certaines mycobactéries 
(Figure 8).  
L’enveloppe des mycobactéries se trouve à l’interface entre l’hôte et le pathogène. Sa composition 
moléculaire a un rôle architectural mais peut aussi être impliquée dans divers processus biologiques.  
 
1. Rôles de l’enveloppe 
 
L’enveloppe mycobactérienne a fait l’objet de nombreuses études notamment dans le cadre de la lutte 
contre la tuberculose ; en effet, elle joue un rôle essentiel dans la barrière de perméabilité, entrainant 
une résistance intrinsèque unique des mycobactéries aux défenses bactéricides de l’hôte, aux 
antibiotiques et autres désinfectants (Daffe and Draper 1998). Des études ont montré que les 
mycobactéries sont 10 à 100 fois moins perméables aux solutés hydrophiles que Pseudomonas 
aeruginosa, bactérie Gram-négative connue pour être déjà particulièrement imperméable (Jarlier and 
Nikaido 1990). Tout comme pour les composés hydrophiles, la perméabilité aux composés 
hydrophobes est également inférieure à celle des autres bactéries. Cette très faible perméabilité 
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s’explique par la composition très riche en lipides de leur enveloppe, représentant plus de 40 % du 
poids sec de celle-ci, et plus particulièrement par la présence de la mycomembrane. Les acides 
mycoliques composant cette mycomembrane auraient un rôle important dans la perméabilité de 
l’enveloppe, et en particulier dans sa fluidité (Liu, Barry et al. 1996) de par leur longueur de chaîne 
hydrocarbonées, la configuration des insaturations présentes (cis ou trans) et la polarité des 
groupements chimiques présents sur la chaîne méromycolique. Des mutants mycobactériens ayant 
des structures ou une quantité différente d’acides mycoliques (Jackson, Raynaud et al. 1999; Dubnau, 
Chan et al. 2000; Bhatt, Fujiwara et al. 2007) voient la perméabilité de leur enveloppe modifiée. Le 
faible nombre de porines joueraient aussi un rôle dans la faible perméabilité de l’enveloppe 
mycobactérienne (Wolschendorf, Mahfoud et al. 2007). D’autre part, certains lipides composant 
l’enveloppe de M. tuberculosis sont aussi impliqués dans la pathogénicité et la persistance du bacille 
chez l’hôte (Astarie-Dequeker, Nigou et al. 2010). Leur rôle dans la pathogénicité a pu être mis en 
évidence par l’analyse in vivo de mutants de biosynthèse, comme par exemple les dimycocérosates de 
phthiocerol (Camacho, Ensergueix et al. 1999), les phénolglycolipides (Reed, Domenech et al. 2004), 
les di-mycolate de tréhalose ou DMT (Bloch 1950; Noll, Bloch et al. 1956) et les sulfolipides (Converse, 
Figure 8 : Représentation schématique de l’enveloppe des M. smegmatis (Chiaradia, Lefebvre et al. 
2017). Le cliché CEMOVIS montre la présence de deux membranes d’épaisseur similaire (chez M. 
smegmatis) (Zuber, Chami et al. 2008). Abréviations : OL : couche externe, MM : mycomembrane, AG : 
arabinogalactane, PG : peptidoglycane et PM : membrane plasmique. TMM : mono-mycolate de 
tréhalose, TDM : di-mycolate de tréhalose, PL : phospholipides, GPL : glycopeptidolipides, PIM : 




Mougous et al. 2003). De plus, le di-mycolate de tréhalose (DMT) des bactéries pathogènes est 
nécessaire à la survie des bactéries à l’intérieur des macrophages (Indrigo, Hunter et al. 2002; Indrigo, 
Hunter et al. 2003; Katti, Dai et al. 2008). Ces lipides sont en partie exposés à la surface bactérienne 
(OrtaloMagne, Lemassu et al. 1996), mais leur localisation dans les couches plus profondes de 
l’enveloppe – incluant la mycomembrane – reste encore à déterminer avec exactitude.  
 
2. Structure et composition de l’enveloppe 
 
L’enveloppe des Corynebacteriales est composée d’une membrane plasmique surmontée du complexe 
mAGP : peptidoglycane lié de façon covalente à un polysaccharide complexe l’arabinogalactane, lui-
même estérifié sur ses extrémités arabinosyles terminales par des acides mycoliques (Marrakchi, 
Laneelle et al. 2014) formant le feuillet interne de la membrane externe appelée mycomembrane 
(Figure 8). D’autres lipides, en particulier des glycolipides dérivés de tréhalose (di- ou mono- mycolate 
de tréhalose, DMT ou MMT respectivement) et des protéines viennent s’associer aux acides 
mycoliques liés au complexe mAGP pour former la mycomembrane. La mycomembrane serait donc 
une bicouche lipidique asymétrique, les acides mycoliques étant reliés à des accepteurs osidiques de 
natures différentes. Enfin, une couche externe, aussi appelée capsule, surmonte la mycomembrane et 
entoure la bactérie.  
 
i. Membrane plasmique 
 
La membrane plasmique ne semble pas être différente de celle des autres bactéries à en juger par son 
épaisseur (environ 7 nm) et son aspect observés par microscopie électronique à transmission 
(Hoffmann, Leis et al. 2008; Zuber, Chami et al. 2008). Elle est composée principalement de 
phospholipides classiques et de protéines. La composition lipidique est connue puisque des 
membranes plasmiques isolées ont pu être obtenues après lyse des bactéries et ultracentrifugations 
(Rezwan, Laneelle et al. 2007). Une étude menée chez des mycobactéries à croissance rapide et à 
croissance lente ne montre aucune différence significative quant à la composition de cette membrane 
plasmique (Minnikin 1982; Daffé 2008). Les acides gras estérifiant les phospholipides possèdent des 
chaînes courtes (< 20 atomes de carbone) et les majoritaires sont : C16 :0 (palmitique), C18 :1 
(octadécénoic) et C19r aussi appelé acide tuberculostéarique qui est spécifique des mycobactéries (un 
C18 méthylé en position 10). Les principaux phospholipides constituant cette membrane sont les 
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phosphatidyl-innositol-mannosides (PIM), phosphatidyl-glycérols, cardiolipides et phosphatidyl-
éthanolamines. Les ménaquinones sont retrouvées au sein de cette membrane puisque ces lipides ont 
un rôle essentiel au sein de la chaîne respiratoire (Minnikin 1982). La localisation des lipomannanes 
(LM) et des lipoarabinomannanes (LAM) reste sujette à débat mais certaines études suggèrent sa 
présence au sein de la membrane plasmique (Mcneil and Brennan 1991) ou encore dans les couches 
les plus externes de l’enveloppe (OrtaloMagne, Andersen et al. 1996; Daffe and Draper 1998; Dhiman, 
Dinadayala et al. 2011).  
 
ii. La paroi 
 
Peptidoglycane 
La biosynthèse du peptidoglycane est résumée sur la Figure 9.  
Certaines enzymes de cette voie de biosynthèse sont la cible de divers inhibiteurs. C’est le cas des 
enzymes GlmU, MurB, Ddl, MurX, MurG et les penicillin-binding proteins (PBP) responsables de la 
transglycosylation et transpeptidation. Ces PBP permettent de lier le bloc nouvellement synthétisé à 
la chaîne de glycanes déjà présente (Abrahams and Besra 2016). 
Le peptidoglycane est un polymère rigide et complexe conférant à la bactérie sa forme et sa rigidité.  
Il est composé d’unités répétitives d’oses et d’acides aminés. Les domaines glycanes sont composés 
de N-acétyl-D-glucosamine (NAG) lié en β1-4 à l’acide N-acétyl-muramique (NAM) (Crick, Mahapatra 
et al. 2001) connectés entre eux via des ponts peptidiques. Ces ponts interpeptidiques se forment 
entre les chaînes tétrapeptidiques liées au groupement carboxyle du NAM. La chaîne tétrapeptidique 
reliant ces glycanes linéaires est composée de L-alanyl-D-isoglutaminyl-meso-diaminopimelyl-D- 
alanine (L-Ala-D-Glu-A2pm-D-Ala) (Petit, Adam et al. 1969; Adam, Ellouz et al. 1975; Lederer, Adam et 
al. 1975) (Figure 9). Le degré de liaison inter-peptidique atteint les 80 % pour les mycobactéries 
(Matsuhashi 1966). Le peptidoglycane participe donc à l’intégrité de la bactérie. Le peptidoglycane est 
lié de façon covalente à l’arabinogalactane via un disaccharide linker et une liaison phosphoester entre 
la NAG et un acide muramique (McNeil, Daffe et al. 1990). L’enzyme responsable de cette liaison a été 





L’arabinogalactane est essentiel à la survie des mycobactéries. Sa voie de biosynthèse est résumée 
Figure 10. Il est composé essentiellement d’arabinose et de galactose en conformation furanose (Araf 
et Galf). La région galactane est composée d’une alternance linéaire de résidus D-Galf liés en 5- et 6-. 
La chaîne arabinane est liée au C-5 du Galf lié en 6- (Figure 11). Ces chaînes arabinanes, synthétisées 
par différentes arabinosyl-transférases, sont composées d’une trentaine de résidus α-D-Araf liés en 5- 
Les branchements sont introduits grâce aux résidus 3,5-α-D-Araf. Les acides mycoliques estérifient 
l’hexaarabinofuranoside terminal du complexe ([β-D-Araf-(1→2)-α-D-Araf]2- 3,5-α-D-Araf-(1→5)-α-D-
Araf) formant les régions terminales non réductrices (Daffe, Brennan et al. 1990; Crick and Brennan 
2008) (Figure 11). La proportion des acides mycoliques estérifiant l’arabinose terminal varie selon les 
espèces de mycobactéries, elle est de 50 % pour M. smegmatis ou M. bovis (Daffe, Mcneil et al. 1993) 
et avoisine les 2/3 pour M. tuberculosis.  
Figure 9 : Schéma de la voie de biosynthèse du peptidoglycane adapté de (Jankute, Cox et al. 2015). 
Dans l’encadré rose sont représentés la structure du peptidoglycane et les liaisons inter-peptidiques. 






Figure 10 : Schéma de la voie de biosynthèse de l’arabinogalactane (Abrahams and Besra 2016). 
Figure 11 : : Schéma de la structure de l’arabinogalactane avec en orange le « core » galactane et en 
vert et bleu le squelette arabinose. Les sites d’estérification des acides mycoliques sont indiqués par « 
Myc ». Les différentes enzymes impliquées dans la biosynthèse sont de nouveau spécifiées sur ce 




Comme pour le peptidoglycane, les enzymes de la voie de biosynthèse de l’arabinogalactane sont la 
cible d’inhibiteurs. Parmi ces enzymes on retrouve WecA catalysant la première étape de la 
biosynthèse, les galactotfuranosyltransférases GlfT1 et 2, DprE1 est la cible des nitro-benzothiazinones 
et dinotrobenzamides utilisés pour le traitement de tuberculose MDR ou XDR. EmbA et EmbB sont les 
cibles de l’antituberculeux de première ligne l’éthambutol (et de ses analogues) et le développement 
d’analogue de DPA (decaprenylphosphoryl-D-arabinose) permet d’inhiber l’action d’autres enzymes : 
AftA, C et D (Abrahams and Besra 2016). 
 
iii. Mycomembrane ou membrane externe 
 
Les acides mycoliques liés à l’arabinogalactane participent à la formation du feuillet interne de la 
mycomembrane. Son feuillet externe serait quant à lui composé en partie de glycolipides, comme les 
lipides à tréhalose tels que les di- et mono- mycolates de tréhalose et autres. En ce qui concerne les 
protéines de la mycomembrane, quelques porines ont été décrites mais seule MspA a été caractérisée 
chez M. smegmatis (Niederweis, Ehrt et al. 1999; Stahl, Kubetzko et al. 2001). A ce jour aucune autre 
protéine faisant partie de la mycomembrane n’a été clairement identifiée, ceci étant principalement 
dû à la difficulté d’isoler proprement cette mycomembrane.  
Les études par cryo-microscopie (CEMOVIS – Figure 8) ont également révélé que l’épaisseur de la 
mycomembrane des mycobactéries serait d’environ 7-8 nm, donc d’une épaisseur comparable à celle 
de la membrane plasmique composée de phospholipides « classiques » et de protéines (Hoffmann, 
Leis et al. 2008; Zuber, Chami et al. 2008). En effet, la longueur de la chaîne méromycolique des acides 
mycoliques de Mycobacterium laissait prédire au moins le triple de la valeur observée. D’un point de 
vue structural, se pose alors la question de savoir comment une bicouche composée d’acides 
mycoliques de plus de 90 atomes de carbone pourrait s’organiser pour former une membrane d’une 
épaisseur similaire à celle de la membrane plasmique, formée essentiellement de phospholipides 
composés d’acides gras de 16 à 18 carbones. Selon (Villeneuve, Kawai et al. 2013), les acides 
mycoliques des mycobactéries adopteraient une structure en « W », grâce à des repliements qui se 
feraient aux niveaux des fonctions chimiques présents sur la chaîne méromycolique en positions 
distale et proximale. Une telle organisation en W serait compatible avec l’épaisseur observée (7 à 8 




iv. Capsule ou couche externe 
 
La présence d’une capsule a été démontrée par microscopie en 1961 (Hanks 1961; Hanks 1961). Elle 
est composée principalement chez M. tuberculosis et autres mycobactéries pathogènes de 
polysaccharides de type glucane, de protéines ainsi que de rares lipides (1 à 6 %) (Lemassu, Ortalo-
Magne et al. 1996; Daffe and Draper 1998). La proportion polysaccharides / protéines varie selon 
l’espèce de mycobactérie et son degré de pathogénicité. En effet pour les mycobactéries pathogènes, 
la capsule sera surtout composée de polysaccharides alors que pour les non pathogènes, elle sera 
composée majoritairement de protéines. Sa composition a pu être déterminée par décapage 
mécanique des bactéries (Ortalomagne, Dupont et al. 1995; OrtaloMagne, Lemassu et al. 1996; 
Raynaud, Etienne et al. 1998) à l’aide de billes de verre. Son épaisseur a pu être estimée à 35 nm pour 
M. tuberculosis et M. smegmatis et sa présence a été confirmée par cryo-microscopie « cryoplunge » 














Figure 12 : Mise en évidence de la présence d’une capsule chez les mycobactéries. Cliché de cryo-
électro-microscopie de M. smegmatis à gauche et de M. tuberculosis à droite. La membrane plasmique 
est désignée par la flèche magenta, la mycomembrane par la flèche violette et la capsule par l’accolade 
orange. Les bactéries ont été cultivées en absence de Tween-80, ce dernier ayant la propriété de 




III. Les lipides de l’enveloppe des mycobactéries  
 
Les lipides mycobactériens façonnent l’architecture de l’enveloppe, en ayant des rôles structuraux et 
fonctionnels qui leur sont propres et certains jouent un rôle dans la virulence des bactéries. Les acides 
mycoliques et di-mycolates de tréhalose sont essentiels à la survie des mycobactéries. Il a été montré 
que les fonctions chimiques présentes sur les acides mycoliques sont impliquées dans l’imperméabilité 
de l’enveloppe tout comme les phosphatidylinnositol mannosides (PIM), les lipoarabinomannanes 
(LAM) et les lipomannanes (LM) qui, pour ces trois derniers sont aussi des lipides essentiels (Fukuda, 
Matsumura et al. 2013). Les phtiocérol dimycocérosates (DIM) retrouvés seulement chez M. 
tuberculosis sont des lipides essentiels impliqués dans la virulence de la bactérie (Camacho, Constant 
et al. 2001).  
 
1. Les acides mycoliques  
 
Les acides mycoliques ne se trouvent que chez les Corynebacteriales et leur biosynthèse est la cible de 
plusieurs antibiotiques, comme l’isoniazide et l’éthionamide. Ils sont essentiels pour la survie des 
mycobactéries et représentent une importante barrière de perméabilité en participant à la formation 
des deux feuillets de la mycomembrane. Ce sont des acides gras α-ramifiés et β-hydroxylés à longues 
chaînes carbonées, résultant de la condensation de deux acides gras (Figure 13) faisant intervenir deux 
systèmes de biosynthèse que sont FAS-I et FAS-II (fatty acid system) – détaillés dans la partie suivante 
- (Marrakchi, Laneelle et al. 2014). Le système FAS-I est composé d’une enzyme multi-domaine qui 
synthétise les acides gras de novo ayant une longueur de chaîne carbonée comprise entre 16 et 26 
carbones. Le système FAS-II est quant à lui un système composé de plusieurs enzymes qui assurent la 
synthèse des acides gras à longues chaînes, comprenant entre 48 et 64 carbones. Les produits issus de 
ces deux systèmes sont ensuite condensés par une condensase nommée Pks13 puis réduits par la 
réductase CmrA, donnant ainsi les acides mycoliques. 
Leurs longueurs et leurs structures varient d’un genre et d’une espèce à l’autre (Laneelle, Launay et al. 
2012). Les corynebactéries possèdent les acides mycoliques les plus simples, i.e. entre 22 et 38 atomes 
de carbone et ne sont pas essentiels (Portevin, De Sousa-D'Auria et al. 2004). Les acides mycoliques 
sont beaucoup plus longs, jusqu’à 90 atomes de carbone, et complexes chez les mycobactéries : la 
chaîne principale, appelée chaîne méromycolique de 40 à 60 atomes de carbone, est portée par le Cβ 
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et comporte diverses fonctions chimiques localisées en positions distale et proximale de la chaîne 
méromycolique (Marrakchi, Laneelle et al. 2014) (Figure 13).  
 
Figure 13 : Différents type d’acides mycoliques retrouvés chez M. aurum, M. smegmatis et M. 
tuberculosis. Les acides mycoliques varient d’une espèce à l’autre selon leur longueur de chaîne mais 
aussi selon la nature des fonctions chimiques présentes en positions distale (D) et proximale (P) de la 
chaîne méromycolique (Marrakchi, Laneelle et al. 2014). Ces modifications sont introduites par 
différentes enzymes appelées « méthyltransférases » que sont MmaA1, MmaA3 et MmaA4 pour 
l’introduction des fonctions oxygénées ; MmaA2, CmaA1, CmaA2, PcaA et UmaA pour l’introduction 
des fonctions méthyles ou cyclopropaniques  (Yuan and Barry 1996; Barry, Lee et al. 1998; Dubnau, 
Chan et al. 2000; Glickman, Cahill et al. 2001; Dinadayala, Laval et al. 2003) 
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La nature de ces fonctions chimiques (cyclopropane, insaturation, hydroxy, céto, méthoxy … Figure 13) 
varie selon les espèces et sont introduites par des méthyltransférases. La chaîne dite α est plus courte 
et comporte 22 à 26 carbones.  
La biosynthèse et la structure de ces acides gras complexes font l’objet de nombreuses études dans 
l’équipe depuis des années. De nombreux mutants de synthèse des acides mycoliques sont ainsi 
disponibles et certains d’entre eux présentent une perméabilité cellulaire modifiée, démontrant le rôle 
essentiel des acides mycoliques dans la perméabilité de l’enveloppe et la virulence. Par exemple, une 
perméabilité plus élevée et une sensibilité plus accrue aux molécules bactéricides de l’hôte sont 
observées dans des mutants de M. tuberculosis déficients pour la production acides mycoliques 
oxygénés (Dubnau, Chan et al. 2000) ou cyclopropaniques (Glickman, Cox et al. 2000) ainsi que dans 
des mutants de M. marinum où les acides mycoliques produits sont plus courts. Ces lipides auraient 
un rôle dans les premières étapes de la réponse immunitaire mais interagissent aussi avec les cellules 
de l’hôte pour induire une réponse immunitaire innée (Gao, Groger et al. 2003).  
Les acides mycoliques liés à l’arabinogalactane-peptidoglycane sont appelés « acides mycoliques liés » 
en opposition aux acides mycoliques dits « libres » retrouvés dans les lipides extractibles, lipides non 
liés au squelette pariétal et capables de se solubiliser dans des solvants organiques. Les acides 
mycoliques « libres » sont retrouvés liés au tréhalose comme dans les di- ou mono- mycolates de 
tréhalose (DMT ou MMT) ou encore la chaîne méromycolique est retrouvée liée à un diacylglycérol 
pour former les monoméromycolates – diacylglycérol (mmDAG).       
 
2. Biosynthèse des acides mycoliques 
 
Comme vu précédemment, les acides mycoliques sont des composés essentiels aux mycobactéries et 
leur voie de biosynthèse est la cible d’antituberculeux. Un grand nombre de protéines intervient dans 
la voie de biosynthèse des acides mycoliques. Parmi ces protéines sont retrouvés deux systèmes 
d’élongation que sont FAS-I et FAS-II (fatty acid synthase I et II) (Figure 14). FAS-I est une enzyme multi-
domaine présente chez les animaux et champignons. FAS-I assure la synthèse de novo des acides gras 
à courte chaîne (Bloch 1977). FAS-II, quant à lui, est composé de plusieurs enzymes et est incapable 
d’assurer la synthèse de novo. Ce système est retrouvé chez les procaryotes, les plantes et chez 
certains champignons (Odriozola, Ramos et al. 1977). Ces deux systèmes vont allonger de deux 
carbones par cycle une chaîne acyle déjà existante.  
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La biosynthèse des acides mycoliques fait intervenir ces deux systèmes d’élongation mais aussi 
d’autres enzymes participant aux 4 étapes clés de la biosynthèse des acides mycoliques (l’ordre des 
deux dernières étapes n’étant pas démontré) : 
 FAS-I : synthèse de la chaîne α 
 FAS-II : synthèse de la chaîne méromycolique 
 Modifications de la chaîne méromycolique (positions distale et proximale) 





Ce premier système est composé d’une enzyme contenant sept domaines assurant les activités 
enzymatiques nécessaires à la biosynthèse des acides gras : acyl transférase, enoylréductase, β-
hydroxyacyl déhydratase, malonyl/palmitoyl transférase, acyl carrier protein (ACP), β-kétoacyl 
réductase et β-kétoacyl synthase.  
La synthèse de novo des acides gras est assurée par FAS-I à partir de l’acétyl-CoA. L’unité d’élongation 
est le malonyl-CoA pour finalement générer des acides gras C16-C18 ou C24-C26. Les acyl-CoA en C16-
C18 servent de précurseurs de la chaîne méromycolique et sont pris en charge par FAS-II. Les acyl-CoA 





Ce second système est multiprotéique, chaque enzyme monofonctionnelle catalyse sa propre réaction. 
Le substrat est un acyl-CoA d’au moins C16, précédemment synthétisé par FAS-I. La chaîne 
méromycolique atteint sa longueur (C60 voire plus) après plusieurs cycles durant lesquels la chaîne 
hydrocarbonée est élongée de deux atomes de carbone à chaque cycle. Comme pour FAS-I, le malonyl-
CoA est l’unité d’élongation de FAS-II. Ce système FAS-II a la particularité d’être dépendant in vivo d’un 
couplage de son substrat avec une Acyl Carrier Protein mycobactérienne (ACPm) (Kremer, Nampoothiri 
et al. 2001; Schaeffer, Agnihotri et al. 2001; Wong, Liu et al. 2002). 
 
Initiation de l’élongation par FAS -II : FabD et AcpM. 
L’AcpM est une ACPm liée de façon covalente aux précurseurs de la chaîne méromycolique, soit à la 
chaîne lipidique en cours de synthèse dans FAS-II. Elle permet comme son nom l’indique de transporter 
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le lipide d’enzyme en enzyme au sein du système FAS-II. Via l’action de FabD (malonyl coA-acyl carrier 
protein transacylase), le malonyl-coA voit son malate transacyler l’holo-ACP pour former un malonyl-
ACP, sous unité d’élongation du système FAS-II (Figure 14).  
 
Condensation 
L’étape de condensation se produit entre les unités d’élongation malonyl-ACP et acyl-CoA pour 
l’initiation de la biosynthèse, et entre les malonyl-ACP et acyl-ACP pour les cycles successifs. Cette 
étape est la première de chacun des cycles d’élongation de FAS-II. La condensation est assurée par 
différentes enzymes appelées β-ketoacyl-ACP synthase : FabH, KasA et KasB. La première, FabH, fait le 
lien entre les deux systèmes, FAS-I et FAS-II en condensant un malonyl-ACP et un acyl-CoA (Choi, 
Kremer et al. 2000). KasA et KasB quant à elles assurent la condensation entre les malonyl-ACP et acyl-
ACP (Kremer, Dover et al. 2002). Ces enzymes semblent intervenir à des moments différents du cycle 
d’élongation. KasA entrerait en jeu pour l’élongation des acyl-ACP allant jusqu’à 40 atomes de carbone. 
Au-delà de cette longueur de chaîne, c’est KasB qui prendrait en charge l’élongation des acyl-ACP et 
ce jusqu’à la fin de l’élongation (Slayden and Barry 2002) (Figure 14). 
 
Réduction (1) 
C’est l’enzyme MabA (β-cétoacyl-ACP réductase NADPH-dépendante) qui s’occupe de la première 
étape de réduction. Elle permet de réduire un β-cétoacyl-ACP en β-hydroxyacyl-ACP (Marrakchi, 
Ducasse et al. 2002).  
 
Déshydratation 
La déshydratation est assurée par les enzymes HadA, HadB et HadC (β-hydroxyl-ACP déshydratase) et 
correspond à la troisième étape de l’élongation (Sacco, Covarrubias et al. 2007). Ces protéines sont 
retrouvées sous forme d’hétérodimères : HadA-HadB et HadB-HadC ayant des spécificités différentes 
pour les substrats à longues chaînes liés à l’AcpM. Comme pour KasA et KasB, ces dimères 
interviendraient dans des moments différents de l’élongation d’un acyl-ACP. HadA-HadB prendrait en 
charge le début de l’élongation alors que la fin de l’élongation serait assurée par HadB-HadC (Sassetti, 





La deuxième étape de réduction est réalisée par InhA (2-trans-énoyl-ACP réductase NADH-
dépendante), enzyme de la quatrième étape de FAS-II. InhA réduit un enoyl-ACP en acyl-ACP, acyl-ACP 
qui est pris en charge pour un autre cycle d’élongation par les condensases (KasA et KasB) ou pris en 
charge par FadD32 (long-chain-fatty-acid-AMP ligase) après modifications de la chaîne méromycolique 
(Figure 14).  
Les deux réductases, MabA et InhA sont essentielles pour la survie des mycobactéries. Les mutants de 
délétion de ces deux gènes ne sont pas viables (Vilcheze, Morbidoni et al. 2000; Parish, Roberts et al. 
2007), de plus InhA est la cible de l’isoniazide, un antituberculeux de première ligne.   




iii. La chaîne méromycolique : fonctions chimiques en positions distale et proximale.  
 
Les modifications de la chaîne méromycolique jouent un rôle dans la virulence et la pathogénicité de 
la bactérie mais aussi sur la fluidité de l’enveloppe. Ces modifications peuvent être de nature oxygénée 
(méthoxy-, époxy-, céto- ou hydroxy-), cyclopropanique ou des doubles liaisons. Ces modifications sont 
situées sur deux positions distinctes de la chaîne méromycolique appelées « distale » et « proximale » 
(Figure 13). Les fonctions présentes sur la chaîne méromycolique sont propres à chaque espèce de 
mycobactérie qui peuvent présenter différentes combinaisons de modifications chimiques. Les 
enzymes responsables de ces modifications sont des méthyltransférases S-adénosyl-méthionine - (ou 
SAM -) dépendantes. Il en existe huit qui entrent en jeu pour induire ces modifications : MmaA1 à 
MmaA4, CmaA1, CmaA2, PcaA et UmaA. 
 
iv. Condensation des chaînes α et méromycolique. 
 
La condensation des chaînes α et méromycolique fait intervenir la polyketide synthase Pks13, une 
condensase. D’autres enzymes sont impliquées dans cette étape finale de condensation (Figure 15). 
En effet, la chaîne méromycolique doit subir une étape d’activation grâce à FadD32, une acyl-AMP-
ligase. FadD32 produit des acyl-adénylate (acyl-AMP) à partir des produits de FAS-II. L’acyl-AMP est le 
substrat et est transféré vers Pks13 (Gavalda, Leger et al. 2009; Leger, Gavalda et al. 2009). FadD32 
comme Pks13 sont des enzymes essentielles à la survie des mycobactéries (Portevin, De Sousa-D'Auria 
et al. 2004; Portevin, D'Auria et al. 2005).  
Les acyl-CoA (en C24-C26) doivent subir une étape de carboxylation. Cette carboxylation se fait grâce 
à des acyl-CoA carboxylases (ou ACCases). Chez les mycobactéries, les ACCases sont composées de 
deux sous-unités : α qui est formée des domaines BC (Biotine Carboxylase) et BCCP (Biotine Carboxyl 
Carrier Protein), β formée du domaine CT (Carboxyl Transférase) (Diacovich, Peiru et al. 2002; 
Diacovich, Mitchell et al. 2004; Tong 2005). Le produit final de cette étape de carboxylation est un 
carboxyacyl-CoA. 
Ensuite Pks13, enzyme essentielle à la biosynthèse des acides mycoliques, intervient dans l’étape de 
condensation des deux chaînes hydrocarbonées : méromycoloyl-AMP et carboxyacyl-CoA. Une 
condensation de type Claisen se produit entre les deux chaînes acyles pour former un un β-cétoester, 
le 3-oxo-mycolate.   
Le β-cétoester doit subir une étape de réduction afin de pouvoir être estérifié sur un tréhalose pour 
former le MMT (mono-mycolate de tréhalose). C’est l’enzyme CmrA, une réductase, qui est 
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responsable de cette étape de réduction : Le β-cétoester devient un acide mycolique mature.  Le 
transfert du MMT vers l’arabinane ou un autre MMT pour former un DMT (di-mycolate de tréhalose) 
est effectué par les mycolyltransférases, protéines antigéniques aussi connues sous le nom d’antigènes 




                       
3. Les lipides dérivés de tréhalose 
 
Les di-mycolates de tréhalose (DMT) et mono-mycolates de tréhalose (MMT) 
Ces glycolipides sont retrouvés dans toutes les espèces de mycobactéries. Ils sont composés d’une tête 
polaire formée par le tréhalose et d’une partie hydrophobe constituée d’acides mycoliques. Les deux 
molécules de glucose d’anoméries α sont reliées par leur carbone 1 (C1) estérifiées en C6 par un acide 
mycolique (Figure 16). Les acides mycoliques retrouvés estérifiant ce tréhalose sont les mêmes que 
ceux retrouvés sur l’arabinogalactane. Le tréhalose peut être estérifié par un (MMT) ou deux (DMT) 
acides mycoliques. Comme vu précédemment les structures des acides mycoliques sont quant à elles 
différentes selon l’espèce. Les DMT et MMT sont retrouvés parmi les lipides extractibles des 
mycobactéries, signifiant qu’ils ne sont pas liés de façon covalente à la paroi bactérienne. 
Le MMT présente un seul acide mycolique estérifiant la molécule de tréhalose (Figure 16) et assure le 
transport des acides mycoliques à travers la membrane plasmique via une flippase appelée MmpL3. 
Figure 15 : Enzymes impliquées dans la 
condensation des chaînes α et méromycolique 
des acides mycoliques (Gavalda, Leger et al. 
2009).  
L’enzyme Pks13 est composée de cinq 
domaines catalytiques que sont : deux 
phosphopantethéine-binding domain (PPB 
aussi appelés peptidyl carrier protein (PCP)-like 
domain et ACP domain), kétoacyl synthase (KS), 





Cette protéine est démontrée essentielle pour la survie des mycobactéries (Domenech, Reed et al. 
2005). Les Ag85A, Ag85B et Ag85C sont des mycoloyl-transférases qui assurent le transfert des acides 
mycoliques du MMT vers l’arabinogalactane ou vers un second MMT dans le but de former un DMT  
(Puech, Bayan et al. 2000; Puech, Guilhot et al. 2002; Takayama, Wang et al. 2005). 
Les DMT, aussi appelés « cord factor », sont des lipides essentiels retrouvés dans toutes les espèces de 
mycobactéries qui possèdent des propriétés immunogènes puisqu’il a été montré que ce lipide 
stimulait la production de cytokines et chimiokines (TNF, IL-12, MCP-1, IL-6 et IL-1) (Silva 1989; Behling, 
Bennett et al. 1993; Lima, Bonato et al. 2001; Indrigo, Hunter et al. 2003; Rao, Fujiwara et al. 2005; 
Rao, Gao et al. 2006; Welsh, Abbott et al. 2008). Les acides mycoliques présents sur les DMT varient 
selon l’espèce et cette différence de structure joue aussi un rôle dans l’activité inflammatoire. Des 
mutants de structures de ces lipides ont permis d’analyser leur rôle dans la virulence des bacilles. Il a 
ainsi été démontré que l’absence de cyclopropanes sur la chaîne méromycolique (inactivation du gène 
pcaA codant pour une méthyltransférase) ou encore la longueur de chaîne des acides mycoliques (plus 
courts, mutation du gène kasB) induisent une baisse de la virulence de M. tuberculosis (Glickman, Cox 
et al. 2000; Rao, Gao et al. 2006; Bhatt, Fujiwara et al. 2007). Il y a une augmentation de la production 
de DMT lorsque la bactérie se retrouve dans un milieu intracellulaire. Ces DMT ralentissent la 
maturation des phagosomes qui restent alors dans un stade précoce, avec un milieu intracellulaire 
moins acide favorisant la survie de la bactérie (Indrigo, Hunter et al. 2002; Axelrod, Oschkinat et al. 
2008). Les études menées par (OrtaloMagne, Lemassu et al. 1996), qui consistaient à décaper la 
capsule des bactéries, suggèrent que les DMT sont enfouis dans les couches plus profondes de 
l’enveloppe et ne sont pas exposés à la surface de la bactérie. Ils seraient très certainement des 
constituants de la mycomembrane (Rezwan, Laneelle et al. 2007).  
 
Les di-acyltréhalose (DAT), poly-acyltréhalose (PAT) et tri -acyltréhalose (TAT) 
Ce sont des glycolipides spécifiques du complexe MTC incluant M. tuberculosis. Ils sont composés d’un 
tréhalose acylé en C2 par un acide stéarique ou palmitique. D’autres acides gras (mycosanoïque : acide 
gras saturé di-méthyl ramifié, mycolipénique : acide gras tri-méthyl ramifié α, β-insaturé ou 
mycolipanolique : acide gras tri-méthyl ramifié contenant un groupement hydroxyl) peuvent acyler les 
positions 2’, 3’, 4’ et 6’ du tréhalose. Lorsqu’un acide mycosanoïque estérifie le tréhalose on parle de 
DAT1, si c’est un acide mycolipanolique on parle de DAT2. Les TAT sont estérifiés par des acides 
stéariques, palmitiques ou mycolipéniques (Munoz, Laneelle et al. 1997). Le tréhalose des PAT est 
estérifié par un acide mycolipénique insaturé et un acide mycolipanolique saturé et hydroxylé en C2 
et C3, respectivement (Figure 16) (Daffe and Laneelle 1988; Daffe and Draper 1998). Ces lipides ne 
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sont pas essentiels à la structure ou à la perméabilité de l’enveloppe mais semblent avoir un rôle 
important dans la virulence des bacilles puisqu’ils sont retrouvés uniquement au sein d’espèces 
pathogènes. Ils sont impliqués dans le contrôle de l’infection en inhibant la multiplication des 
lymphocytes T et en diminuant la sécrétion de cytokines pro-inflammatoires (Saavedra, Segura et al. 
2006; Lee, Dubey et al. 2007) suggérant une localisation dans les couches externes de l’enveloppe.   
 
Les sulfo-lipides (SL) 
Ce sont des lipides à tréhalose caractérisés par la présence d’un groupement sulfate en position 2 du 
tréhalose. La position 2’ du tréhalose est estérifié par un acide palmitique et les positions 3’,6 et 6’ 
sont estérifiées par des acides phtiocéranoïques ou hydroxyphtiocéranoïques qui sont des acides gras 
comportant 30 à 32 atomes de carbone (Figure 16). Ces lipides sont retrouvés uniquement chez M. 
canetti et M. tuberculosis. Tout comme pour les di- ou poly- acyl tréhalose (DAT/PAT), ces lipides ne 
sont pas essentiels à la structure ou à la perméabilité de l’enveloppe mais joueraient un rôle important 
dans la virulence (Converse, Mougous et al. 2003; Domenech, Reed et al. 2004). Les SL bloquent la 
maturation du phagosome (Brodin, Poquet et al. 2010). Ils seraient localisés dans les couches externes 
de l’enveloppe (Jackson 2014). 
 
Les lipo-oligo-saccharides (LOS) 
Les LOS sont retrouvés chez toutes les mycobactéries mais présentent des structures différentes selon 
l’espèce. Le « core » de ce lipide est commun aux différentes espèces et est composé d’un tréhalose 
poly-O-acétylé et glycosylé par un mono- ou poly-saccharide (Figure 16) (Ren, Dover et al. 2007; 
Etienne, Malaga et al. 2009). Ce lipide serait impliqué dans les propriétés de surface de la bactérie et 
dans l’entrée de la bactérie au sein des macrophages. En effet des bactéries délétées des gènes 
impliqués dans la biosynthèse des LOS ne sont pas phagocytées (Ren, Dover et al. 2007). Les LOS sont 
considérés comme étant des facteurs avirulents puisqu’ils masqueraient les autres composés 
mycobactériens impliqués dans la virulence (Belisle and Brennan 1989).   
 
Les polyphléates de tréhalose (TPP)  
Ces glycolipides, initialement décrits chez M. phlei, sont composés d’un tréhalose octoacétylé 
majoritairement par des acides phléiques (acides gras poly-insaturés) retrouvés sur les positions -2, -
3, -3’, -4, -4’, -6 et -6’, la position -2’ est acylée par un acide gras (non phléique). Ces lipides dits « de 
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surface » sont retrouvés chez de nombreuses mycobactéries non-tuberculeuses (NTM) et sont 
impliqués dans le morphotype de la bactérie suggérant une localisation dans les couches externes de 
l’enveloppe mycobactérienne. En effet chez M. abcessus il a été démontré qu’ils jouent un rôle 




Figure 16 : Les différentes structures des lipides dérivés de tréhalose retrouvés chez les mycobactéries. 
 
4. Les dérivés glycosylés du phosphatidyl-innositol (PI) 
 
Les PI sont des phospholipides retrouvés abondamment chez les toutes les mycobactéries (Jackson, 
Crick et al. 2000). Ces phospholipides sont retrouvés tels quels ou entrent dans la composition d’autres 
lipides de l’enveloppe que sont les phosphatidyl-innositol mannosides (PIM), les lipomannanes (LM) et 
les lipoarabinomannanes (LAM). Les PIM sont biosynthétiquement reliés au LM et LAM. En effet ils 
possèdent tous l’ancre lipidique MPI (phosphatidyl-myo-inositol mannoside) qui sera polymannosylée 
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pour former des LM, le LM lui-même modifié en LAM après liaison d’un domaine D-arabinane. Les PIM 
présents au sein des mycobactéries diffèrent par leur nombre d’acylation qui peut varier de 2 à 6 (PIM2 
à PIM6) (Figure 17) (Ballou, Vilkas et al. 1963; Lee and Ballou 1964). Les plus abondamment retrouvés 
sont les PIM2 et PIM6. Les LAM quant à eux ont une structure très hétérogène selon l’espèce de 
mycobactéries, notamment au niveau de leur coiffe (Figure 17).  
On distingue deux classes de LAM : les PILAM possédant une coiffe phospho-innositol et les ManLAM 
possédant eux une coiffe mannose. Les PILAM sont retrouvés chez les espèces non pathogènes comme 
M. smegmatis  (Gilleron, Himoudi et al. 1997) et les ManLAM chez les espèces pathogènes comme M. 
tuberculosis (Chatterjee, Lowell et al. 1992) ou M. bovis (Pitarque, Herrmann et al. 2005). Ces 
lipoglycanes seraient insérés dans la membrane plasmique mais aussi dans les couches plus externes 
de l’enveloppe (Ortalomagne, Dupont et al. 1995; Daffe and Draper 1998; Gilleron, Jackson et al. 2008), 
cependant leur localisation exacte n’a pas été démontrée.   
 
Figure 17 : Les différentes structures des PIM/LM/LAM mycobactériens ainsi que les enzymes 
impliquées dans leur voie de biosynthèse (ici M. tuberculosis) (adapté de (Abrahams and Besra 2016). 
En haut : la voie de biosynthèse des PIM et en bas : celle des LM et LAM. 
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Les PIM/LM/LAM ont un rôle dans la perméabilité et l’intégrité de l’enveloppe des mycobactéries 
(Kordulakova, Gilleron et al. 2002; Morita, Sena et al. 2006). Une létalité ou un problème de croissance 
des bactéries est observé lorsque la synthèse des PIM/LM/LAM est inhibée ou défaillante. Ces 
molécules sont retrouvées dans des proportions différentes selon le stade de croissance de la bactérie, 
la source de carbone apportée ou encore la température de croissance (Dhariwal, Chander et al. 1977; 
Haites, Morita et al. 2005; Morita, Velasquez et al. 2005). Ces molécules, PIM/LM/LAM, ont des 
propriétés antigéniques et font partie des PAMP mycobactériens (pathogen associated molecular 
patterns) qui sont reconnus par différents récepteurs de l’immunité innée de la cellule hôte 
(Schlesinger, Hull et al. 1994; Venisse, Fournie et al. 1995; Schlesinger, Kaufman et al. 1996; Hoppe, de 
Wet et al. 1997; Ferguson, Voelker et al. 1999; Sidobre, Nigou et al. 2000; Geijtenbeek, Van Vliet et al. 
2003).  
 
5. Les glyco-peptido-lipides (GPL) 
 
Ces lipides sont retrouvés dans la couche externe de nombreuses mycobactéries non-pathogènes ou 
opportunistes comme M. smegmatis, M. avium, M. abcessus, … mais pas chez M. aurum. Les GPL sont 
les composants majeurs des couches externes de ces bactéries et ont ainsi un rôle dans les interactions 
hôte-pathogène de la bactérie (Deshayes, Kocíncová et al. 2008).  
Les GPL sont divisés en deux groupes : les alkali-stables aussi appelés C-mycosides (C-type GPL) qui 
sont composés du même lipo-peptide et les alkali-labiles retrouvés chez M. xenopi. Les C-type GPL sont 
composés d’une chaîne d’acide gras liée à un tripeptide (D-Phe, D-allo-Thr et D-Ala) terminé par un L-
Alaninol (Figure 18). La D-allo-Thr et la L-Ala sont glycosylées par des oses de natures diverses. Cette 
diversité osidique est responsable des différentes formes de GPL. D’autres modifications peuvent être 
présentes sur la partie osidique comme des méthylations, des glycosylations ou encore des 
acétylations (Deshayes, Kocíncová et al. 2008).  Le GPL de M. xenopi aussi appelé GPL X-I présente une 
structure différente. En effet ce dernier est composé de deux sérines (D-Ser) mais d’aucune D-Ala ni 
de L-Alaninol. La D-allo-Thr est méthylée et l’acide gras est de taille inférieure. La partie osidique est 









Figure 18 : Structure des glyco-peptido-lipides (GPL) (Miyamoto, Mukai et al. 2006). 
 
6. Les dérivés de mycocérosates  
 
 Les lipides à mycocérosate sont retrouvés dans un nombre restreint de bactéries, et plus 
particulièrement chez les mycobactéries pathogènes telles que M. tuberculosis, M. leprae et M. 
ulcerans. Deux classes de lipides sont distinguées : Les glyco-lipides- phénoliques (PGL) et les phtiocérol 
dimycocérosates (PDIM ou DIM). Ces lipides sont composés du même « core » lipidique (Daffe and 
Laneelle 1988) qui est une longue chaîne de phtiocérol (ou β-diol) estérifiée par deux acides 
mycocérosiques, acides gras poly-méthyl-ramifiés (Figure 19). Chez M. tuberculosis il existe des 
variants structuraux qui possèdent une fonction méthoxyl (DIM A, forme majoritaire) ou une fonction 
cétone (DIM B, forme minoritaire). Les bactéries appartenant au complexe MTC possèdent toutes des 
DIM, suggérant l’implication de ces lipides dans la virulence de ces mycobactéries. Chez l’animal, 
l’absence des DIM diminue la multiplication des bacilles dans les poumons (Goren, Brokl et al. 1974; 
Camacho, Ensergueix et al. 1999; Cox, Chen et al. 1999; Rousseau, Winter et al. 2004). Les DIM de M. 
tuberculosis protègent la bactérie des activités bactéricides des macrophages, comme par exemple les 
espèces réactives à l’azote et ses intermédiaires.   
Les PGL possèdent le même « core » lipidique que les DIM auquel est greffé une chaîne saccharidique 
via un groupement phénol (Figure 19). Cette chaîne saccharidique, composée de 1 à 3 oses, est espèce-
spécifique. Ces lipides sont retrouvés au sein des bactéries du complexe MTC, cependant toutes les 
souches cliniques ne les possèdent pas à cause d’une mutation du gène codant pour Pks15/1, 
polykétide synthase impliquée dans la biosynthèse des PGL (Constant, Perez et al. 2002). Les 
expériences menées en 2004 par Reed (Reed, Domenech et al. 2004), démontrent que les PGL sont 
impliqués dans l’hyper-virulence des souches M. tuberculosis de la famille Pékin. De plus, les souches 
ne synthétisant plus de PGL sont atténuées chez la souris. Ces dérivés de mycocérosate seraient 
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localisés dans les couches externes de l’enveloppe mycobactérienne (Jackson 2014). A noter que les 
bactéries produisant des GPL ne produisent pas de PGL, et inversement. 
 
Le travail de thèse a été mené sur trois mycobactéries : M. aurum, M. smegmatis et M. tuberculosis. 
Les lipides, décrits à ce jour, retrouvés chez ces différentes bactéries sont répertoriés dans le tableau 
suivant : 
Tableau 3 : Récapitulatif des lipides présents dans les trois espèces de mycobactéries.  
Lipides M. aurum M. smegmatis M. tuberculosis 
DMT X X X 
MMT X X X 
DAT   X 
PAT   X 
TAT   X 
SL   X 
LOS  X  
TPP  X  
PIM X X X 
LM X X X 
PiLAM X X  
ManLAM   X 
GPL  X  
PGL   X 
DIM   X 
Figure 19 : Structures des glyco-lipides- phénoliques (PGL) à gauche et des phtiocérol 






IV. Les protéines membranaires mycobactériennes 
 
Les protéines présentes au sein de la membrane plasmique sont plus décrites et connues que celles de 
la mycomembrane.  Seule la porine MspA de M. smegmatis est connue pour être localisée dans la 
mycomembrane. Les différents systèmes d’export de molécules présents chez les mycobactéries sont 
présentés dans ce chapitre, cependant une grande partie des protéines impliquées dans le transport 
des molécules du cytosol vers les couches externes (mycomembrane, capsule ou sécrétion), et vice-
versa ne sont pas connues.  
 
1. Les transporteurs membranaires  
 
Les transporteurs bactériens peuvent être divisés en deux catégories selon la source d’énergie utilisée 
: les transporteurs primaires actifs utilisant l’énergie libérée par l’hydrolyse de l’ATP et les 
transporteurs secondaires reposant sur l’énergie des gradients électrochimiques au travers des 
membranes. Ces transporteurs seraient localisés dans la membrane plasmique.  
 
Les RND 
La superfamille des RND (resistance-nodulation cell division) est composée de transporteurs 
membranaires composés de 12 domaines transmembranaires (Figure 20). Parmi les familles qui la 
composent, on retrouve la famille des MmpL, transporteurs membranaires mycobactériens. 
 Les MmpL 
Pour revues : (Chalut 2016) et (Touchette and Seeliger 2017) 
La famille des MmpL (mycobacterial membrane protein, large) appartient à la superfamille des 
transporteurs RND (resistance, nodulation and division). Les MmpL sont généralement « connectés » 
à des protéines accessoires appelées MmpS (mycobacterial membrane protein small). Le génome de 
M. tuberculosis contient 14 gènes codant pour les MmpL et 5 gènes mmpS (MmpS1 à 5). Quant au 
génome de M. smegmatis, il contient 16 gènes mmpL dont 5 ont des fonctions connues.  
Les lipides sont synthétisés dans le cytosol de la bactérie et certains sont connus pour être localisés 
dans les couches externes de la paroi (capsule et/ou mycomembrane). Les lipides doivent donc être 
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transportés à travers la membrane plasmique et le peptidoglycane-arabinogalactane pour enfin être 
localisés dans la mycomembrane ou dans la capsule. Les MmpL sont des protéines membranaires dont 
le rôle a été mis en évidence, dans un premier temps, dans le transport de lipides mycobactériens mais 
aussi d’autres composés non lipidiques. Le rôle des MmpL mycobactériens est résumé dans le tableau 
ci-dessous :  
Protéine 
MmpL 
Protéines associées Molécules prises en charge et implications 
MmpL7 
DrrC (ABC transporteur 
DrrABC) 
LppX (lipoprotéine) * 
Export des PGL (phénolique-glyco-lipides) et DIM 
(phtiocérol dimycocérosates) de M. tuberculosis 
MmpL8 
Chp1 (cutinase-like 
hydrolase protein 1 - 
acétyltransférase) 
SL (sulfolipides) - Croissance et virulence de la 
bactérie et pour la « maturation » complète du lipide 
(Converse, Mougous et al. 2003; Domenech, Reed et 
al. 2004) 
MmpL4a et b 
MmpS4 
Gap 




Transport des acides mycoliques liés au tréhalose 
(TMM - mono-mycolates de tréhalose) 
MmpL11  




hydrolase protein 2 - 
acétyltransférase) 
Transport des di- / tri-acyl tréhalose (DAT/TAT) 
MmpL10 GapL Transport des polyphléates de tréhalose (TPP) 
MmpL4 MmpS4 ** Export des sidérophores (Szekely and Cole 2016) 
MmpL5 MmpS5 ** Export des sidérophores 
MmpL12 Gap2 Export des lipo-oligosaccharides (LOS) 
 
Tableau 4 : Les MmpL, les protéines associées et leur fonction au sein des mycobactéries. 
* LppX possède des homologies avec les protéines LolA et LolB retrouvées chez E. coli. LolA et B sont 
connues pour transférer les lipoprotéines de la membrane plasmique vers la membrane externe d’E. 
coli.  
** Il a été démontré que MmpS4 et MmpS5 sont impliquées dans l’export (sécrétion) des sidérophores 
mais aussi dans leur biosynthèse (Wells, Jones et al. 2013). 
Cependant le transport des lipides du périplasme vers les couches externes (mycomembrane ou 
capsule) n’est à ce jour pas clairement connu. Certaines lipoprotéines joueraient le rôle de 
transporteur lipidique (Voir partie v. Les lipoprotéines). Le passage du feuillet interne au feuillet 
externe de la mycomembrane n’est pas non plus élucidé, il se pourrait que la membrane externe 





Figure 20 : A) Molécules transportées par les MmpL B) Représentation structurale des MmpL avec ses 
12 domaines transmembranaires et ses boucles solubles (Szekely and Cole 2016). 
 
Les ABC transporteurs  
Les systèmes ATP-binding cassette (ABC) transporteurs sont présents dans tous les organismes vivants 
et font partie d’une superfamille conservée de perméases à plusieurs sous unités : 2 sous-unités MSD 
(membrane spanning domain) qui vont constituer le canal translocant le substrat et 2 sous-unités NBD 
(nucleotide binding domain) qui se lient et hydrolysent l’ATP pour permettre la translocation des 
substrats. Ce transport peut être un export, retrouvé chez les eucaryotes et procaryotes, ou un import 
de molécules propre aux procaryotes.  Chez les procaryotes on retrouve aussi une autre sous-unité 
appelée SBP (substrat binding protein) impliquée dans l’import de molécules, ces SBP sont des 
lipoprotéines. Il existe 9 sous familles d’ABC transporteurs chez les mycobactéries impliqués dans le 
transport (import ou export) à travers les membranes de plusieurs variétés de molécules : ions, acides 





Les MFS, SMR et MATE 
Les protéines de la famille MFS (major facilitator superfamily) sont ubiquitaires et retrouvées chez les 
archées, les bactéries et les eucaryotes. Elles sont impliquées dans le symport, antiport ou uniport de 
diverses molécules telles que les (oligo)saccharides, les drogues, les acides aminés, les métabolites, les 
antibiotiques, des ions … Ces transporteurs MSF de 400 à 600 acides aminés sont des transporteurs 
secondaires composés de 6 à 15 hélices α transmembranaires. Chez M. smegmatis il a été décrit 112 
membres de la famille MSF présentant le plus fréquemment 12 ou 14 domaines transmembranaires. 
L’export des lipides dérivés de phosphatidylinositol (les PIM/LM/LAM) se fait via un transporteur 
membranaire de type MFS associé à la lipoprotéine LprG (Farrow and Rubin 2008).  
Les SMR, small multidrug resistance, sont des petites protéines d’une centaine d’acides aminés 
impliquées dans la résistance. Peu d’informations sont disponibles pour les SMR mycobactériens. 
MATE, multidrug and toxic compounds extrusion, désigne une famille de transporteurs ayant pour 
fonction première celle de pompe à efflux de xénobiotiques. Ils peuvent induire une résistance des 
bactéries aux antibiotiques, comme par exemple la résistance à la tigécycline (antibiotique du groupe 
des glycylcyclines) de Staphylococcus aureus. Ces transporteurs utilisent l’énergie des gradients de Na+ 
ou de H+ pour transporter leurs substrats au travers de la membrane. Cependant le rôle de ces 
protéines, composées de 400 à 700 acides aminés et de 12 domaines transmembranaires, n’est pas 
clairement défini. 
 
Les protéines Mce 
Les protéines Mce tiennent leur nom, mammalian cell entry, de la première fonction décrite pour ces 
protéines et plus particulièrement pour Mce1A qui permet l’entrée des mycobactéries dans les cellules 
mammifères et assure leur survie à l’intérieur des macrophages. Elles constituent un groupe de 
protéines sécrétées ou exposées à la surface de la bactérie et leurs gènes sont organisés en opérons 
(Figure 21). Chacun des opérons compte entre 8 et 13 gènes, au minimum de 2 gènes yrbE (A et B) et 
6 gènes mce (A, B, C, D, E et F) (Figure 21). Ces protéines présentent des homologies avec les ABC-
transporteurs. Les protéines YrbE sont homologues aux perméases et sont transmembranaires alors 
que les Mce sont homologues aux SBP (substrat binding protein) et peuvent être associées 
(lipoprotéines) ou non aux membranes (Forrellad, Klepp et al. 2013). La protéine MceG serait une 
ATPase commune aux transporteurs Mce (figure 21). Les protéines Mce sont ubiquitaires et retrouvées 
chez les bactéries didermes (Casali and Riley 2007). 
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Chez M. tuberculosis il existe 4 opérons mce : mce1, mce2, mce3 et mce4 (Figure 21) et chez M. 
smegmatis il y a 6 opérons mce que sont mce1, 3, 4, 5, 5 bis et 7. Cependant il existe chez les 
mycobactéries 9 opérons mce, nommés de mce1 à mce9 (Fedrizzi, Meehan et al. 2017). Il a été montré 
que Mce4 est impliqué dans l’import du cholestérol chez M. smegmatis (Klepp, Forrellad et al. 2012; 
Garcia-Fernandez, Papavinasasundaram et al. 2017) et aussi chez M. tuberculosis (Pandey and Sassetti 
2008). Quant à Mce1, il serait impliqué dans l’import d’acides mycoliques chez M. tuberculosis 
(Forrellad, McNeil et al. 2014). 
 
2. Les porines  
 
Les porines s’organisent en oligomères pour former des canaux ioniques permettant l’assimilation de 
petites molécules hydrophiles nécessaires à la bactérie. La protéine MspA de M. smegmatis est la 
porine la plus étudiée et est connue pour être localisée dans la mycomembrane (Stahl, Kubetzko et al. 
Figure 21 : Schéma d’un transporteur Mce composé des protéines Mce supposées localisées dans la 
paroi (en violet) et YrbE (protéines membranaires en vert). A ces protéines sont associées les protéines 
MceG (en jaune), ATPases cytoplasmiques appartenant à la famille Mkl, et Mam (Mce associated 
membrane ; en rouge). Certaines protéines appelées orphaned Mce-associated membrane protein qui 
sont des protéines membranaires intégrales (ici OmamA en rose) importantes pour la stabilité et la 
fonction du transporteur. Les protéines Mam sont directement liées à l’opéron mce alors que les 
protéines Omam sont réparties partout dans le génome. Sont représentés, à droite, les 4 opérons mce 
de M. tuberculosis. D’après (Perkowski, Miller et al. 2016) 
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2001). Cette première porine mycobactérienne a été découverte en 1999 par Niederweis (Niederweis, 
Ehrt et al. 1999). La faible perméabilité des mycobactéries est aussi expliquée par le faible nombre de 
porines présentes dans la membrane externe, il a été démontré que M. smegmatis possède 50 fois 
moins de pores protéiques que la plupart des bactéries Gram négatives (Engelhardt, Heinz et al. 2002). 
Un mutant de délétion de MspA chez M. smegmatis présente une forte diminution de la perméabilité 
de la bactérie à la céphaloridine et au glucose, respectivement de 9 et 4 fois (Stahl, Kubetzko et al. 
2001) confirmant le rôle de MspA comme étant la voie de diffusion générale majeure de ces composés 
chez M. smegmatis. MspA s’organise en octamères pour former un canal central de 10 nm de long 
(Faller, Niederweis et al. 2004; Pavlenok and Niederweis 2016) s’accordant alors avec l’épaisseur de la 
mycomembrane estimée à 7 -8 nm par CEMOVIS (Hoffmann, Leis et al. 2008; Zuber, Chami et al. 2008).  
Il n’existe pas d’orthologue de MspA chez M. tuberculosis mais par homologie avec les bactéries Gram-
négatives, la protéine OmpATb a été découverte chez M. tuberculosis comme étant une porine 
potentielle (Senaratne, Mobasheri et al. 1998). Récemment, chez M. tuberculosis, CpnT (Danilchanka, 
Sun et al. 2014)a été identifiée comme étant une porine promouvant l’entrée de glycérol et 
d’antibiotiques hydrophiles ou hydrophobes. La protéine Rv1698 est aussi considérée comme étant 
une porine de M. tuberculosis (Siroy, Mailaender et al. 2008). 
 
3. Les systèmes de sécrétion 
 
Pour revue : (Miller, Zulauf et al. 2017)  
Le Système Sec  
Le système Sec est l’un des mécanismes les plus conservés parmi les bactéries. Il permet la 
translocation des protéines du cytoplasme au travers de la membrane plasmique. Chez les 
mycobactéries il existe deux systèmes de translocation homologues appelés SecA1 et SecA2. SecA1 est 
essentiel à la survie des mycobactéries mais SecA2, non essentiel pour la croissance en condition de 
laboratoire, est requis sous certaines conditions spécifiques de stress et serait lié à la virulence des 
bactéries pathogènes. SecA1 participe à l’export de la majeure partie des protéines alors que SecA2 
exporte un plus petit sous-ensemble de protéines. Ces deux systèmes de translocation ont des 
fonctions qui leur sont propres. En effet des mutants de délétion de SecA1 et de sur-expression de 
SecA2, ou inversement, montrent que les systèmes ne peuvent se substituer.  
Le système dit général est appelé Sec et permet la translocation des protéines non foldées possédant 
un signal peptide (SP) en N-ter. Il existe deux types de SP, type I ou type II, qui se différencient par leur 
73 
 
site de clivage (Figure 22). Le type II contient une région en C-ter du SP appelée « lipobox » composée 
de quatre acides aminés. La séquence consensus de cette lipobox est : [LVI]-[ASTVI]-[GAS]-C, avec la 
cystéine conservée. Ces SP sont clivés par des signal peptidases appelées LepB pour SP-I et LspA pour 
SP-II, situées côté extra-cytoplasmique (ou périplasmique) de la membrane plasmique pour permettre 
le relargage de la protéine qui adoptera par la suite sa conformation mature. Les protéines exportées 
par le système Sec peuvent rester au sein de l’enveloppe ou être sécrétées. Les protéines passent au 
travers du canal membranaire formé par les protéines SecY, SecE et SecG (Figure 22). D’autres 
protéines membranaires composent ce système, SecD, SecF et YajC, et améliorent l’export. Ce système 
Sec est aussi impliqué dans l’adressage et l’insertion de protéines membranaires au sein de la 
membrane plasmique et requiert une protéine ribonucléique appelée SRP (Signal Recognition 
Particule). Cette protéine SRP reconnait les domaines transmembranaires des protéines et via FtsY 





Figure 22 : A gauche : Les deux types de peptide signal (SP) permettant l’export / l’adressage vers le 
système Sec. A droite en haut : Les systèmes Sec homologues retrouvés chez les mycobactéries SecA1 
à gauche et SecA2 à droite permettant l’export des protéines. A droite en bas : Le système Sec et ses 
protéines accessoires, SRP et FtsY, permettant l’insertion des protéines membranaires au sein de la 





Le système Tat (twin arginine protein transport) contribue à la virulence, à la résistance aux 
médicaments ainsi qu’à la survie des mycobactéries, mais contrairement au système Sec il n’est pas 
retrouvé dans toutes les bactéries. Le système Tat transloque les protéines foldées ou pré-foldées et 
parfois sous forme oligomérique, parfois liées à des cofacteurs rédox (comme le coenzyme F420, le FAD 
par exemple) au travers de la membrane plasmique. Les protéines dirigées vers le système Tat ont 
aussi un SP en N-ter contenant un motif invariable qui est la double arginine (R-R) d’où le système tient 
son nom, et un site de clivage en C-ter du SP. Comme pour le système Sec il existe deux types de site 
de clivage : type I et type II (lipobox) (Figure 23) et le système Tat est essentiel à la survie de M. 
tuberculosis (McDonough, Hacker et al. 2005). La présence du motif R-R-x-[FLGAVM]-[LITMVF] au sein 
du SP des protéines définit leur export via un système Tat. Comme pour E. coli, le système Tat est 
composé de trois protéines que sont : TatA, TatB et TatC (Figure 23). Toutes les trois sont des protéines 
membranaires connues pour être localisées au sein de la membrane plasmique, TatA et TatB sont 
homologues et présentent un domaine transmembranaire et TatC en possède six. TatB et C forment 
un complexe sur lequel viennent se fixer les pré-protéines ce qui permet le recrutement de TatA. TatA 
formerait le canal d’export des pré-protéines en formant des homo-oligomères. La force proto-motrice 
permet l’export des pré-protéines via TatA dirigées ensuite vers des signal peptidases de type I (LepB) 
ou II (LspA) selon la nature du SP présent sur la pré-protéine.  
Ce système de translocation Tat n’est pas retrouvé dans les cellules de mammifères ce qui fait de lui 




Figure 23 : Les deux types de peptide signal (à gauche) retrouvés pour le système de sécrétion Tat 




Ces deux systèmes, Sec et Tat, opèrent de façon indépendante malgré la similarité de structure de 
leurs SP. La prise en charge des protéines dans le périplasme vers leur localisation finale, (paroi, 
mycomembrane, capsule ou sécrétion) n’est pas connue, des protéines chaperonnes pourraient être 
mises en jeu.  
 
Systèmes ESX  
Pour revues : (Groschel, Sayes et al. 2016), (Ligon, Hayden et al. 2012) et (Bosserman and Champion 
2017)  
Il existe d’autres systèmes de sécrétion chez les mycobactéries, indépendants des systèmes Sec et Tat, 
tels que les systèmes ESX (ESX-1 à ESX-5) (Figure 24 a). ESX pour ESAT-6 secretion systems, ESAT-6 
(early secreted antigenic target 6) étant le premier substrat de ces systèmes découvert. ESAT-6 est une 
protéine de faible poids moléculaire (environ 6 kDa) retrouvée dans le milieu de culture de M. 
tuberculosis. Cette protéine serait en interaction avec CFP-10 (culture filtrat protein de 10 kDa) aussi 
membre de la famille ESX et présentant des propriétés antigéniques. Les gènes de ces deux protéines 
sont retrouvés dans la région RD1 de M. tuberculosis, région portant des gènes importants pour la 
virulence de la bactérie (Figure 24 a).  
Les composants généralement conservés des systèmes ESX sont les protéines Ecc (ESX conserved 
components) et de petites protéines sécrétées Esx. Les protéines composant le core de ces systèmes 
sont les 5 protéines membranaires EccB, EccC, EccD, EccE et MycP (Figure 24 c) qui est une mycosine 
sérine protéase. Mis à part ces composants conservés, les systèmes ESX varient selon l’espèce tant au 
niveau de leur fonction que de leur composition génétique (Figure 24 a). Ces systèmes ESX sont aussi 
appelés T7SS pour Type VII Secretion Systems et sont impliqués dans différents processus biologiques 
ainsi que dans les interactions hôte-pathogène puisqu’ils possèdent diverses fonctions dans la 
physiologie et/ou dans la virulence de la bactérie. Ces systèmes sont impliqués dans l’export et/ou la 
sécrétion des protéines appartenant aux familles : Esx, Esp et PE/PPE (Majlessi, Prados-Rosales et al. 
2015) mais pas uniquement. Les protéines ESAT-6 like comportent une centaine d’acides aminés et 
possèdent le motif « WXG », elles sont aussi appelées WXG-100. Ces protéines WXG-100 sont 
sécrétées par les T7SS et ne possèdent alors pas de SP tels que ceux retrouvés pour les systèmes de 
sécrétion Sec ou Tat. 
Les propriétés des différents systèmes ESX sont résumées dans le tableau suivant. Les cinq systèmes 





ESX-1 Lié à la composition lipidique et au métabolisme  
Par exemple EccA1 : promeut la biosynthèse des acides mycoliques 
Chez M. smegmatis, la délétion de ESX-1 induit une variation de l’expression 
de métabolites impliqués dans la biogénèse de la paroi (arabinogalactane, 
peptidoglycane, acides mycoliques et arabinomannane) 
La délétion/introduction des gènes de ESX-1 induit des changements de 
morphologie/phénotype des colonies bactériennes ce qui suggère un rôle 
dans la biogénèse des couches externes de la cellule 
Impliqué dans la virulence des bactéries pathogènes 
Essentiel pour la résistance et l’évasion de la bactérie de la cellule hôte. Il 
induit la rupture phagosomale et relargue des produits bactériens (comme 
l’ADN par exemple) dans le cytosol de la cellule hôte induisant la réponse 
immunitaire innée 
Rôle important dans la pathogénicité de la tuberculose active et semble être 
nécessaire à la virulence du bacille 
Chez M. smegmatis, ESX-1 coordonne la communication entre les bactéries, 
notamment dans le transfert de matériel génétique 
ESX-2 Retrouvé seulement chez les bactéries à croissance lente 
Peu d’informations disponibles 
ESX-3 Décrit comme étant un système de sécrétion permettant l’import de métaux 
via des sidérophores, comme le fer pour M. smegmatis et le zinc et fer pour 
M. tuberculosis 
Chez M. tuberculosis, ESX-3 a un rôle dans la virulence, en présentant son 
substrat EsxH qui interagit directement avec la cellule hôte afin de prévenir 
la présentation aux antigènes et la maturation phagosomale durant 
l’infection.  
ESX-4 Chez M. smegmatis, ESX-4 coordonne la communication entre les bactéries, 
notamment dans le transfert de matériel génétique 
ESX-5 Impliqué dans la virulence des bactéries pathogènes 
 Retrouvé uniquement chez les mycobactéries à croissance lente 
Impliqué dans l’acquisition des nutriments essentiels à la survie de la 
bactérie dans le phagocyte 
Rôle dans la perméabilité de la bactérie, notamment au niveau de la 
mycomembrane et permet l’import de nutriments, acides gras ou encore de 
phosphate 
Impliqué dans la résistance à un antibiotique, l’ofloxacine, en réduisant la 
perméabilité de l’enveloppe et donc le passage des molécules 
Sécrète des protéines spécifiques aux mycobactéries appelées PE/PPE (PE 
(Pro-Glu) et PPE (Pro-Pro-Glu) adressées à la surface cellulaire 
 









4. Les protéines PE/PPE 
 
Pour revues : (Fishbein, van Wyk et al. 2015; Brennan 2017) 
Les protéines PE/PPE tiennent leurs noms des motifs conservés présents en N-ter, qui sont Pro-Glu 
(PE) et Pro-Pro-Glu (PPE). Ensemble ces protéines forment une famille importante d’antigènes codés 
par environ 7 % du génome mycobactérien par les gènes du même nom pe et ppe, concernant M. 
tuberculosis. Toujours concernant M. tuberculosis, le génome de la souche de laboratoire H37Rv 
contient 99 gènes pe (dont 61 appartenant à la famille PE_PGRS) et 69 gènes ppe. La famille PE est 
composée de sous familles que sont : PE et PE-PGRS (polymorphic gc-rich sequence) riche en 
répétitions d’acides aminés « Gly-Gly-Ala/Gly-Gly-Asn ».  La famille PPE est sous divisée en 4 sous 
familles : PPE-MPTR (major polymorphic tandem repeats), PPE-SVP (possédant le motif Gxx-SVPxxW), 
PPE-PPW (possédant le motif PxxPxxW) et enfin PPE ne possédant pas de caractéristiques particulières.  
Ces protéines sont retrouvées dans les mycobactéries pathogènes et saprophytes mais en nombre 
beaucoup plus important chez les bactéries pathogènes à croissance lente. De plus les sous familles 
PE-PGRS et PPE-MPTR ne sont présentes que chez les mycobactéries du complexe MTC.  
La localisation de ces protéines au sein de l’enveloppe mycobactérienne n’est cependant pas 
déterminée. En effet elles seraient réparties à la surface (PPE34) ou ancrées dans la mycomembrane 
(PPE68), dans la paroi (PPE29, PE-PGRS27…), relarguées dans le milieu de culture (wag22, PPE11 …) ou 
encore ancrées à la membrane plasmique (PE23, PE-PGRS7 …).  
Ces protéines sont impliquées dans la pathogénicité de M. tuberculosis d’où l’intérêt de s’intéresser à 
ces protéines comme cibles thérapeutiques potentielles ou immuno-modulateurs. C’est, par exemple, 
le cas du vaccin M72 développé par GSK composé en partie de PPE en phase clinique II ou encore le 
vaccin MTBVAC. Ce dernier est composé d’une souche vivante mutée de M. tuberculosis H37Rv délétée 
Figure 24 : Les systèmes de sécrétion ESX : leurs gènes et leur organisation au sein de l’enveloppe 
mycobactérienne. En a) sont représentés les loci des 5 types de systèmes ESX mycobactériens. 
L’encadré en rose (ESX-1) correspond à la région RD1 qui est absente (délétion spontanée) de la souche 
vaccinale M. bovis BCG. Le cliché de microscopie électronique en b) montre la présence des deux 
membranes : membrane plasmique et mycomembrane, et permet de supposer un modèle 
d’organisation des protéines des systèmes ESX (en c)). Le core de ESX serait composé des protéines 
conservées et ayant au moins un domaine transmembranaire : EccB, EccC, EccD et EccE. Ce core serait 
localisé dans la membrane plasmique. EsxB, chaperone de EsxA seraient co-sécrétées, il en est de 
même pour EspC et EspA. Les protéines PE et PPE peuvent former des hétérodimères et sont sécrétées, 
de même pour EspB qui peut former des heptamères. Le/les protéines permettant le transport au 
travers de la mycomembrane ne sont pas encore identifiées. D’après (Groschel, Sayes et al. 2016) 
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de certaines PE/PPE (PE 18 et 19 ; PPE 25, 26 et 27) faisant de cette souche, une souche atténuée 
présentant une plus grande protection que M. bovis BCG contre la tuberculose, chez la souris. 
 
5. Les lipoprotéines  
 
Pour revue :  (Sutcliffe and Harrington 2004; Hutchings, Palmer et al. 2009).  
Les lipoprotéines représentent une famille importante de protéines mycobactériennes possédant des 
propriétés antigéniques. Ces protéines ont la particularité de posséder un résidu acyle lié de façon 
covalente à la cystéine située en N-ter de la protéine. Les préprolipoprotéines, maturées en 
lipoprotéines, possèdent un peptide signal (SP) qui va « diriger » leur export à travers la membrane 
plasmique via un système de sécrétion (Sec ou Tat). 
 
Maturation  
Après translocation des protéines via leur système de sécrétion, les protéines contenant une lipobox 
dans leur SP (en général le SP de type II) sont souvent destinées à subir une modification de nature 
lipidique les dirigeant alors vers la voie de biogénèse des lipoprotéines. Cette voie permet la 
maturation des préprolipoprotéines en lipoprotéines via l’action de trois enzymes (Figure 25 a).  
Ces trois étapes sont essentielles pour le relargage des lipoprotéines de la membrane plasmique et 
leur prise en charge à travers le périplasme.  Chez E. coli la prise en charge des lipoprotéines se fait par 
un système de transport appelé LolABCDE (Yakushi, Masuda et al. 2000) appartenant à la famille des 
ABC transporteurs. Cependant il n’existe pas d’homologue de ce système LolABCDE chez les 
mycobactéries (Figure 25 b) mais d’autres protéines mycobactériennes pourraient avoir ce rôle. 
 
Les différentes catégories de lipoprotéines  
Les lipoprotéines peuvent être classées dans différentes catégories :  
-Les lipoprotéines SBP (pour Solute Binding Protein) associées aux ABC transporteurs. Les 
lipoprotéines SBP sont abondantes et spécifiques aux « ABC importer systems » procaryotes qui ont 
pour but de transporter les substrats à l’intérieur de la bactérie. Beaucoup de SBP ont été étudiées 
pour leur rôle potentiel dans la virulence. Parmi ces SBP on retrouve, pour les plus connues, chez M. 
tuberculosis : PstS-1 et PstS-3, ModA SBP, SubI SBP, FecB2 et FecB. Les gènes pstS1 à pstS3 sont  
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organisés en cluster (Braibant, Lefevre et al. 1996; Braibant, Lefevre et al. 1996; Lefevre, Braibant et 
al. 1997), et ces lipoprotéines de 38 kDa sont retrouvées ancrées aux membranes ou sécrétées (de 
Souza, Leversen et al. 2011). Elles transportent le phosphate organique de l’extérieur vers l’intérieur 
de la bactérie. 
  
-Les lipoprotéines impliquées dans le métabolisme de l’enveloppe et celles impliquées dans la 
dégradation. Parmi les enzymes impliquées dans le métabolisme de l’enveloppe on retrouve des 
transpeptidases et des peptidases, LpqR qui est une D-Ala D-Ala dipeptidase et des β-lactamases. Pour 
les lipoprotéines ayant une activité enzymatique dégradative on compte des estérases, glycosyl 
hydrolases, phosphorylases et protéinases/peptidases. 
-Les lipoprotéines possédant des activités métaboliques comme des oxydases à cuivre ou à 
FAD, γ-glutamyltransférase, oxydoréductases (F420-dépendent glucose-6-phosphate déshydrogénase 
ou Fgd) et thiorédoxines, phosphoglycérate mutase et superoxyde dismutase (comme SodC).  
Figure 25 : a) Maturation des lipoprotéines mycobactériennes. 1 - Lgt (prolipoprotein diacylglycerol 
transferase) catalyse le transfert, via une liaison thioether, d’un diacylglycéride sur la cystéine présente 
en C-ter de la lipobox ; 2 - LspA (prolipoprotein signal peptidase II) clive le SP, la cystéine acylée se 
retrouve alors en N-ter de la lipoprotéine mature ; 3 - Lnt (lipoprotein N-acyl transferase) ajout un 
acide gras sur le groupe amine libre de la cystéine. b) Maturation des lipoprotéines et translocation 




-Les lipoprotéines ayant des rôles dans l’adhésion et l’invasion cellulaire, les adhésines les plus 
connues sont MPB83 de M. bovis BCG et son homologue MPB70 possédant des propriétés 
antigéniques. Chez M. tuberculosis ces protéines sont nommées MPT83 et MPT70. Ces protéines 
présentent une région très homologue qui appartient à la famille des β–Ig-H3/fasciclin. MPT83 est une 
protéine de 22 kDa présente à la surface des mycobactéries qui peut aussi être retrouvée sécrétée (de 
Souza, Leversen et al. 2011), son orthologue est retrouvé chez M. smegmatis. Concernant l’invasion 
cellulaire, ce sont les lipoprotéines appartenant à la famille Mce (mammalian cell entry) qui sont 
impliquées (voir partie IV.1. Les transporteurs membranaires). 
-Les lipoprotéines ayant des rôles dans la signalisation et les fonctions sensorielles. Les 
lipoprotéines LprF et LprJ interagissent avec la protéine KdpD (une histidine kinase) impliquée dans la 
détection du stress osmotique. LprF, 27 kDa, est aussi retrouvée liée à la membrane ou sécrétée (de 
Souza, Leversen et al. 2011). LprG est aussi appelée antigène 27 kDa (P27) mais fait en réalité 24,5 kDa 
(Bigi, Alito et al. 2000). Elle est membranaire ou sécrétée et interagirait avec la pompe à efflux 
multidrogue P55 puisque le gène la codant est en opéron avec le gène codant P55. Elle transporterait 
les PIM/LM/LAM vers les couches externes de l’enveloppe. La lipoprotéine RpfB (resuscitation-
promoting factor) stimule la croissance des bactéries (Shukla, Richardson et al. 2014).  
-Les lipoprotéines à fonction non déterminée comme la plus connue qui est l’antigène 19 kDa 
appelé aussi LpqH possédant diverses modifications post-traductionnelles telles que des glycosylations 
(Parra, Marcoux et al. 2017) permettant de la protéger d’une protéolyse (Herrmann, O'Gaora et al. 
1996) et des acylations. LpqH est retrouvée associée à la membrane ou sécrétée (Young and Garbe 
1991; Diaz-Silvestre, Espinosa-Cueto et al. 2005; Ocampo, Curtidor et al. 2014) et serait impliquée dans 
la virulence de M. tuberculosis (Lathigra, Zhang et al. 1996). Son orthologue est retrouvé chez M. 
smegmatis (Lew, Kapopoulou et al. 2011). 
Certaines lipoprotéines sont des homologues d’antigènes connus, comme par exemple la protéine 
antigénique MK35 (M. kansasii) ; son homologue LpqN est retrouvée chez M. tuberculosis. LprA est 
retrouvée aussi bien liée aux membranes que sécrétée (de Souza, Leversen et al. 2011). Cette 
lipoprotéine de 25 kDa possède des propriétés antigéniques et est présente durant les stades précoces 
de l’infection pulmonaires par M. tuberculosis chez le cobaye (Kruh, Troudt et al. 2010). 
 
Localisation des lipoprotéines au sein de l’enveloppe  
Il est prédit que l’acylation joue un rôle d’ancre lipidique pour ces lipoprotéines. Les lipoprotéines 
seraient ancrées dans la membrane plasmique côté périplasme, comme dans les bactéries Gram-
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positive. Cependant vu la structure de l’enveloppe des mycobactéries, il n’est pas exclu que certaines 
lipoprotéines soient ancrées dans la mycomembrane des mycobactéries. Par immunolocalisation, les 
lipoprotéines MPB83, les PstS SBP, LppX ont été localisées à la surface des mycobactéries. LppX, 24 
kDa, serait impliquée dans le transport des phtiocérol dimycocérosates (DIM) de la membrane 
plasmique vers la mycomembrane (Sulzenbacher, Canaan et al. 2006). Ces lipides ont un rôle important 
dans la virulence de M. tuberculosis.  
Il existe quatre lipoprotéines retrouvées chez les Corynebacteriales uniquement et partageant de 
fortes homologies : LprG, LprA, LppX et LprF prédites pour être localisées dans périplasme ou dans la 
paroi de la bactérie. Ces quatre lipoprotéines appartiennent à la famille des Llp (lipid-binding 
lipoprotein). Elles seraient ancrées dans le feuillet externe de la membrane (plasmique ou 














I. Fractionnement des mycobactéries 
 
Pour la mise au point du protocole de fractionnement des mycobactéries, nous nous sommes appuyés 
sur des études de fractionnement réalisées sur différentes bactéries : E. coli, C. glutamicum et les 
mycobactéries (M. smegmatis et M. tuberculosis). 
 
1. Etat des lieux sur la séparation des membranes bactériennes 
 
i. Séparation des membranes interne et externe par fractionnement 
Les deux membranes d’E. coli ont pu être séparées par fractionnement cellulaire de la bactérie sur 
gradient de densité de saccharose ou de percoll (Miura and Mizushima 1968; Yamato, Anraku et al. 
1975; Morein, Henricson et al. 1994). Les enzymes de la chaîne respiratoire sont généralement utilisées 
comme marqueurs de la membrane interne et les LPS utilisés en tant que marqueurs de la membrane 
externe. La localisation des marqueurs a permis de confirmer la bonne séparation des deux 
membranes d’E. coli et ainsi leur composition a pu être déterminée.   
Les membranes d’une bactérie appartenant au même ordre que les mycobactéries et servant de 
modèle d’étude, C. glutamicum, ont été isolées sur gradient de densité discontinu de saccharose 
(Marchand, Salmeron et al. 2012). De la même façon que pour E. coli le bon isolement des membranes 
a été vérifié à l’aide de marqueurs des deux membranes. Une enzyme de la chaîne respiratoire, la 
NADH oxydase, a été utilisée comme marqueur de la membrane plasmique et les composants de 
l’arabinogalactane, du peptidoglycane et les acides mycoliques comme marqueurs majoritaires de la 
membrane externe (liée au squelette pariétal). 
Les membranes de mycobactéries avaient été séparées par ultracentrifugations différentielles en 
2007 dans l’équipe (Rezwan, Laneelle et al. 2007) mais il restait des contaminations croisées entre les 
membranes. Comme pour les autres bactéries, les marqueurs utilisés étaient : les enzymes de la chaîne 
respiratoire pour la membrane plasmique et les composant de l’arabinogalactane, du peptidoglycane 
et les acides mycoliques comme marqueurs majoritaires de la membrane externe. De plus, des porines 
(MspA ou OmpA pour M. smegmatis ou M. tuberculosis respectivement) ont été utilisées comme 
marqueurs de la mycomembrane. La fraction contenant la mycomembrane est contaminée par les 
membranes plasmiques, environ 14 % de l’activité de la NADH oxydase présente dans les membranes 
plasmiques est retrouvée dans la fraction mycomembranaire. Par contre les culots membranaires 
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obtenus lors des étapes de centrifugation n’étaient pas contaminés par le cytosol (marqueur utilisé : 
la protéine KatG, une catalase peroxydase).  
ii. Séparation des membranes interne et externe par utilisation de détergents  
Plusieurs méthodes impliquant des détergents ont été décrites dans le but d’étudier la 
composition des membranes mais elles sont basées sur la solubilité différentielle des constituants dans 
un détergent. Il est alors très difficile de tirer des conclusions quant à la composition des différentes 
couches de l’enveloppe. Cette méthode a été appliquée à C. glutamicum et M. smegmatis (Bansal-
Mutalik and Nikaido 2011; Bansal-Mutalik and Nikaido 2014). Dans le cas de C. glutamicum des 
résultats différents sont obtenus concernant la composition des membranes entre le fractionnement 
mis au point et l’utilisation de détergents.  
iii. Mon travail de thèse  
Le travail de thèse qui m’a été confié était de mettre au point un protocole permettant la 
séparation aussi complète que possible des deux membranes mycobactériennes. Le point de départ 
de ce projet a été le protocole développé par N. Bayan en collaboration avec notre équipe (Marchand, 
Salmeron et al. 2012) et le travail développé dans l’équipe auparavant (Rezwan, Laneelle et al. 2007) 
évoqués précédemment. Une adaptation directe du protocole établi par N. Bayan sur les 
mycobactéries étant infructueuse, nous avons décidé de combiner les deux protocoles : 
ultracentrifugations différentielles et gradients de densité pour purifier les deux membranes 
mycobactériennes.  
Le fractionnement des mycobactéries a été mis au point sur M. aurum A+ et M. smegmatis mc² 155. 
M. aurum est considérée comme l’une des mycobactéries ayant la structure d’enveloppe la plus 
simple ; elle expose des di-mycolates de tréhalose (DMT) à sa surface (OrtaloMagne, Lemassu et al. 
1996), connus pour former en partie la mycomembrane, suggérant une absence de couche externe 
entourant cette membrane. Elle a été utilisée au sein de l’équipe pour les études menées sur des 
antituberculeux, l’isoniazide et l’éthionamide (Quemard, Lacave et al. 1991; Quemard, Mazeres et al. 
1995; Quemard, Laneelle et al. 1997). Quant à M. smegmatis, c’est le modèle d’étude des 
mycobactéries couramment utilisé en laboratoire et cette bactérie est de composition plus complexe 
que M. aurum.  
Le protocole mis au point durant cette thèse pour séparer les membranes mycobactériennes met en 
jeu deux étapes. Une première étape permettant de pré-séparer les deux membranes – 
mycomembrane liée à l’arabinogalactane-peptidoglycane (MMCW) et les membranes plasmiques 
(PM) – par ultracentrifugations différentielles. Le protocole a été adapté de (Rezwan, Laneelle et al. 
2007) et les culots obtenus sont enrichis en PM ou MMCW. La seconde étape consiste à purifier les 
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culots enrichis à l’aide de gradients de saccharose, adaptés du protocole de (Marchand, Salmeron et 
al. 2012). Différents « marqueurs » de la PM et du MMCW ont été utilisés afin de vérifier la pureté des 
fractions membranaires obtenues : les lipides, les protéines et les composants du peptidoglycane et 
de l’arabinogalactane.  
 
2. Mise au point du protocole 
 
Une grande partie de la thèse a été consacrée à la mise au point d’un protocole permettant l’isolement 
de la membrane plasmique (PM) et de la mycomembrane (MMCW). L’idée première de ce travail a été 
de mettre au point le protocole de séparation membranaire sur la mycobactérie considérée comme la 
plus « simple », soit M. aurum, et de transposer le protocole établi sur les autres mycobactéries plus 
« complexes », dans ce cas M. smegmatis et M. tuberculosis. En effet M. aurum est considérée comme 
étant la plus simple des mycobactéries car elle présente une très fine, voire absente, couche externe 
et moins de lipides complexes que M. smegmatis et M. tuberculosis. M. smegmatis présente une 
couche externe plus épaisse que M. aurum et aussi une plus grande diversité de lipides, incluant les 
GPL présents en grandes quantités dans les couches les plus externes de l’enveloppe. Ces deux 
mycobactéries sont à croissance rapide et non-pathogènes. M. tuberculosis est composée d’une 
épaisse couche externe, appelée capsule. Elle présente aussi beaucoup plus de lipides complexes 
impliqués dans la pathogénicité de la bactérie comme les DIM, PGL et dérivés de tréhalose (PAT, DAT, 
TAT) …  
Cependant il n’a pas été possible de transposer directement le protocole de M. aurum à M. smegmatis 
puisque leur composition est différente, notamment en terme de lipides. Après plusieurs dizaines 
d’essais de fractionnement, sont présentés dans le tableau ci-dessous les gradients discontinus de 
saccharose permettant de fractionner M. aurum et M. smegmatis. Concernant M. smegmatis, deux 
bandes correspondant aux MMCW sont détectées aux interfaces 30-33 % et 33-36 % de saccharose 
(Figure 26, gauche). Les tests biochimiques (protéines, activité enzymatique, western-blot, lipides) et 
les clichés de microscopie ne montrent pas de différences entre ces deux fractions MMCW. Nous avons 
émis l’hypothèse que la différence de densité observée pouvait être due à la lyse des bactéries, les 
MMCW se retrouvant alors avec plus ou moins d’arabinogalactane-peptidoglycane. Nous avons 
montré que les deux fractions ne sont pas contaminées par la PM et avaient une composition similaire 
en termes de composition lipidique et de profil protéique. Le gradient a été modifié pour n’obtenir 
qu’une seule bande correspondant aux MMCW se retrouvant à l’interface 30-36 %. Ce gradient est 




Tableau 6 : Composition des gradients de saccharose utilisés pour M. aurum et M. smegmatis. Le 
gradient de M. smegmatis a été modifié pour n’obtenir qu’une seule fraction membranaire, entre les 
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Laura Chiaradia1,2, Cyril Lefebvre1,2, Julien Parra1,2, Julien Marcoux  1,2, Odile Burlet-
Schiltz1,2, Gilles Etienne1,2, Maryelle Tropis1,2 & Mamadou Daffé1,2
The mycobacterial envelope is unique, containing the so-called mycomembrane (MM) composed 
of very-long chain fatty acids, mycolic acids (MA). Presently, the molecular composition of the MM 
remains unproven, due to the diversity of methods used for determining its composition. The plasma 
membranes (PM) and the native MM-containing cell walls (MMCW) of two rapid-growing mycobacterial 
species, Mycobacterium aurum and M. smegmatis, were isolated from their cell lysates by differential 
ultracentrifugation. Transmission electron microscopy and biochemical analyses demonstrated 
that the two membranes were virtually pure. Bottom-up quantitative proteomics study indicated a 
different distribution of more than 2,100 proteins between the PM and MMCW. Among these, the 
mannosyltransferase PimB, galactofuranosyltransferase GlfT2, Cytochrome p450 and ABC transporter 
YjfF, were most abundant in the PM, which also contain lipoglycans, phospholipids, including 
phosphatidylinositol mannosides, and only a tiny amount of other glycolipids. Antigen85 complex 
proteins, porins and the putative transporters MCE protein family were mostly found in MMCW fraction 
that contains MA esterifying arabinogalactan, constituting the inner leaflet of MM. Glycolipids, 
phospholipids and lipoglycans, together with proteins, presumably composed the outer leaflet of the 
MM, a lipid composition that differs from that deduced from the widely used extraction method of 
mycobacterial cells with dioctylsulfosuccinate sodium.
Mycobacteria are probably the most successful microorganisms to parasite animals and humans. Among the 
187 valid species described to date in the genus Mycobacterium, only three are strict pathogens for human: 
Mycobacterium tuberculosis (Mtu), M. leprae and M. lepromatosis1. Tuberculosis still represents a major public 
health problem worldwide, remaining one of the world leading causes of death from an infectious agent, about 
one third of the world population being infected by the Koch bacillus and susceptible to develop the disease. In 
addition, two-thirds of mycobacteria species are opportunistic pathogens for human, and with large enough 
inoculum, all mycobacteria produce granulomatous lesions in experimental animals2.
The cell envelope is critical for the mycobacterial physiology, primarily because many crucial processes 
are located in this compartment. These include the protection of the bacterial cell from hostile environments, 
mechanical resistance of the cells, transport of solutes and proteins, adhesion to receptors. The hallmark of myco-
bacteria is their unique abundance in lipid, constituting up to 40% of the dry weight of the tubercle bacillus3,4. 
The mycobacterial cell wall contains up to 60% of lipids, as compared with some 20% for the lipid-rich cell walls 
of Gram-negative microorganisms4. These lipids include the exceptionally-long chain fatty acids (mycolic acids, 
MA) covalently linked to the cell wall polysaccharide arabinogalacatan (AG) and whose esterifying trehalose, as 
well as the numerous classes of exotic compounds typifying the Mycobacterium genus. To these lipids have been 
attributed many of the biological properties of mycobacteria3,4. These include the very high resistance of the 
majority of mycobacterial species to most of the broad-spectrum antibiotics, except for instance streptomycin 
and rifamycins2and their recognized impermeability to nutrients, up to 100- to 1,000-fold less permeable than the 
most resistant Gram-negative bacteria Escherichia coli and Pseudomonas aeruginosa5.
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Despite its clearly established importance, little is known on the composition and arrangement of mycobac-
terial cell envelope constituents, especially when compared to the vast knowledge acquired on the cell envelope 
of Gram-negative bacteria. For instance, it is only recently that the presence of an outer membrane, also called 
mycomembrane (MM), has been demonstrated6–8 by cryo-electron microscopy of vitreous sections (CEMOVIS), 
a very unusual feature for bacteria that belong to the Actinobacteria phylum of Gram-positive (monoderm) bac-
teria. Different models have been proposed for the mycobacterial cell envelope3,6–10, which are greatly dependent 
on the determination of its exact composition. The most recent model11 schematically divides the mycobacterial 
cell envelope in three entities (Fig. 1): an outermost layer (OL), also called capsule in the case of pathogenic spe-
cies3,12, a cell wall (CW) and a conventional plasma membrane (PM). The capsule of mycobacterial pathogens 
such as Mtu is mainly composed of glucan and proteins, with only a tiny amount of lipids whereas the OL of 
non-pathogens is primarily constituted of proteins13–15. The CW is a giant tripartite complex composed of the 
MM, AG and peptidoglycan (PG), also known as the mAGP complex3. The MM exhibits a non-conventional 
bilayer organization in which the inner leaflet is made of very long-chain MA linked to AG, which in turn is cova-
lently attached to PG. The outer leaflet of the MM is presumably composed of free - i.e. non-covalently bound to 
the cell – lipids3,9,11. A periplasmic space separates the CW from the conventional lipid bilayer PM6. Importantly, 
others and we have demonstrated that the MM thickness is around 7–8 nm6,8 despite the presence of the very 
long chain of MA (up to C90), which raises important questions about the exact native conformation of MA. 
This outer membrane is also supposed to contain porins for the uptake of small hydrophilic molecules – porins 
characterized only in the case of M. smegmatis (Msm)16 and membrane machineries involved in the secretion of 
virulence factors such as the well described ESAT-6 and Cfp10 proteins17–19, whose mechanism of translocation 
across the MM remains largely unknown. In contrast to the OL and MM, the PM has been well studied and 
proved to be similar of those to other microorganisms3. Therefore, determining the composition, localization and 
Figure 1. A tentative model of the arrangement of the cell envelope of M. smegmatis. (adapted from11). The 
outermost layer (OL) is primarily constituted of proteins, with small amounts of carbohydrate and only a tiny 
amount of lipids. The cell wall is a giant tripartite complex composed of the outer membrane, the so-called 
mycomembrane (MM), arabinogalactan (AG) and peptidoglycan (PG). The inner leaflet of the MM is made 
of very long-chain fatty acids (mycolic acids) esterifying AG, which in turn is covalently attached to PG. The 
outer leaflet of the MM is presumably composed of lipids extractable with organic solvents, which include 
phospholipids, trehalose mycolates, glycopeptidolipids, and lipoglycans. A periplasmic space separates the 
cell wall from the conventional lipid bilayer PM of phospholipids and proteins whose thickness is surprisingly 
similar to that of MM, around 7–8 nm, despite the presence of the very long chain mycolic acids. The scales of 
the various cell envelope compartments are based on the data from CEMOVIS6, except that of the OL, which is 
adapted from cryo-microscopy. For clarity, molecules are not drawn on scale. TMM : trehalose monomycolates; 
TDM: trehalose dimycolates; GPL: glycopeptidolipids; PL: phospholipids; PIM: phosphatidyl-myo-inositol-
mannosides ; LAM: lipoarabinomannans; TAG: triacylglycerols; Ag85: antigen 85.
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supramolecular organization of outermost layer and MM constituents would represent an important and highly 
significant advance in our knowledge of the mycobacteria physiology and pathogenicity.
In a previous work, we have compared different methods for lysis and fractionating mycobacteria cells20, 
determining the purity of subcellular fractions by using specific PM and CW markers. However, it remained 
necessary to obtain more purified CW and PM fractions to gain insight into the molecular composition of the cell 
envelope, which in turn determines the final arrangement of the constituents and its architecture. The only pure 
MM-containing CW (MMCW), i.e. the envelope devoid of the PM, isolated and characterized so far is that from 
a species belonging to the early branching Corynebacterium genus in the phylogenetic tree of Corynebacteriales, 
using separation of membrane fractions by isopycnic sucrose gradient centrifugation21. As a proof of the princi-
ple, we combined various methods to isolate, for the first time, the MMCW of two mycobacterial model species, 
namely M. aurum (Mau) and Msm, virtually free from significant contamination by the PM and identify the lipids 
constitutive of the mycomembrane.
Results
Fractionation of mycobacterial cell envelopes on a sucrose gradient and identification of the 
fractions. The MMCW of C. glutamicum (Cgl) have been separated from the PM by isopycnic sucrose gradi-
ent centrifugation of the lysate obtained after breaking the cells21. We adapted this technique to the fractionation 
of the cell envelopes of Mau and Msm. Preliminary experiments showed that the growth phase had little effect, if 
any, on the quality of the membrane fractions. Accordingly, the purification process was performed with myco-
bacterial cells harvested in the logarithmic phase of growth, ensuring a homogeneous physiological state of the 
cells.
Disruption of the mycobacterial cells in a French press remains the best lysis method for obtaining significant 
amounts of cell envelope fractions from these bacteria20. The membrane fractions of Mau were recovered from 
the cell lysate by differential ultracentrifugation (Fig. 2). The 10,000 g pellet (P10) presumably contained the crude 
MMCW whereas the PM was expected into the 100,000 g pellet (P100). Both fractions were then purified twice by 
identical sucrose step gradients. More than forty different gradients were tested to finally achieve the best separa-
tion of the membrane fractions of Mau using a 10% (w/w) to 60% (w/w) sucrose gradient. The gradient consisted 
of 10% [1 Vol] – 36% [3 Vol] – 40% [3 Vol] – 42% [2 Vol] – 50% [1 Vol] – 60% [1 Vol]. Following centrifugation 
at 100,000 g, two major homogeneous fractions were recovered: a brownish low-density fraction Mau F1 (density 
[d] between 1.081 and 1.127 g.cm−3), isolated from the P100 pellet, and a light-yellow high-density fraction Mau 
F2 (d between 1.167 and 1.176 g.cm−3), isolated from P10 (Fig. 3A). In both cases, a white band was observed at 
the top of the sucrose gradient. Electron microscopy pictures obtained after negative staining with uranyl ace-
tate indicated that F1 and F2 fractions correspond to distinct membrane components of the cell envelope. They 
contained almost exclusively small liposomes-like particles for Mau F1 and very large unclosed fragments for 
Mau F2 (Fig. 3B). Consistently, the activity of NADH oxidase, a respiratory chain enzyme that specifically marks 
the PM20,22, was almost absent from the Mau F2, representing less than 3% of the activity measured in fraction 
Mau F1 (Fig. 3C). Taken together, these results suggested that the Mau F2 fraction corresponded to the MMCW 
whereas the Mau F1 fraction was assignable to the PM, and that the former fraction was virtually free from sig-
nificant contamination by the latter one.
Based on their surface-exposed lipid composition13, the cell envelope of Msm was expected to be more com-
plex than that of Mau. Not surprisingly, the sucrose step gradient optimized for Mau (10% [1 Vol] – 36% [3 Vol] 
– 40% [3 Vol] – 42% [2 Vol] – 50% [1 Vol] – 60% [1 Vol]) was poorly effective to separate the two membrane 
fractions of Msm. Several attempts were made to optimize the fractionation protocol, with little success. These 
included i) the use of degradative enzymes such as α-amylase, lysozyme, β-galactosidase, or α-mannosidase 
to degrade various cell wall constituents, ii) the treatment of grown mycobacteria with Tween 80 prior to their 
lysis to remove the outermost layer, or the treatment of the crude CW pellet with either urea or NaCl to remove 
Figure 2. A schematic representation of the fractionation of the mycobacterial lysate for isolating the MMCW 
and the PM. After mechanical breaking, the bacterial lysate was centrifuged to yield crude cell wall fraction 
(pellet P10), which was then layered on a sucrose step gradient and centrifuged to recover the cell walls. The S10 
supernatant was centrifuged and the S27 supernatant was used to collect the crude PM fraction (pellet P100), 
which was then layered on a sucrose step gradient.
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non-specific interacting compounds. Finally, it is the use of an amended 10% (w/w) to 60% (w/w) sucrose gra-
dient, consisting of 10% [1 Vol] – 20% [1 Vol] – 30% [3 Vol] – 36% [3 Vol] – 40% [1 Vol] – 50% [1 Vol] – 60% [1 
Vol], that gave, upon centrifugation at 100,000 g, two homogeneous fractions of Msm: a brownish low-density 
fraction Msm F1 (d between 1.081 and 1.127 g.cm−3), isolated from the pellet P100, and a white high-density frac-
tion Msm F2 isolated from P10 (d between 1.127 and 1.167 g.cm−3) (Fig. 3D). Again, a white band was observed at 
the top of the sucrose gradients. Msm low- and high-density fractions exhibited appearances in electron micros-
copy similar to their Mau counterparts: small liposomes-like particles for Msm F1 and very large unclosed frag-
ments for Msm F2 (Fig. 3E). Similarly, Msm F2 fractions contained very little NADH oxidase activity (3.6% of 
that measured in Msm F1, Fig. 3F). Therefore, as for Mau, the above results suggested that the Msm F2 and F1 
fractions corresponded, respectively, to the MMCW and PM, and that fraction Msm F2 was virtually free from 
significant contamination by PM.
Biochemical characterization of membrane fractions. Although determination of the NADH oxidase 
activity suggested that the high-density fractions F2 and low-density fractions F1 corresponded to the MMCW 
and the PM, respectively, the nature of the isolated bands was established by biochemical analyses, i.e. determi-
nation of the amounts of arabinose and galactose, as AG markers, and glucosamine, muramic acid and diami-
nopimelic acid (DAP), as PG markers. Firstly, the F1 and F2 dry pellets were subjected to trifluoroacetic acid 
hydrolysis, then reduced and acetylated. The resulting alditol acetates were analyzed by gas chromatography cou-
pled to mass spectrometry (GC-MS). Galactose, muramic acid and glucosamine were found almost exclusively 
in F2 fractions, only traces being detected in the F1 fractions (Fig. 4). Although most of the arabinose was also 
found in F2, significant amounts of this sugar were also observed in F1 fractions, consistent with the presence 
of lipoarabinomannan in these fractions (see below). DAP, another PG marker, was detected by GC-MS analysis 
after strong acid hydrolysis of the fractions, and followed by derivatisation of the products. DAP was abundant in 
the F2 fractions and, expectedly, only traces were detected in F1 fractions (Fig. 4). These data demonstrated that 
F2 fractions corresponded to the MMCW and that the fractions F1 were not contaminated by F2. For clarity, the 
two membranes F1 and F2 fractions were called thereafter PM and MMCW, respectively.
The protein profile of each gradient fraction was determined by SDS-PAGE. The PM and MMCW fractions 
clearly showed distinctive patterns, suggesting a differential distribution of proteins within both types of mem-
branes (Fig. 5A,B), and a few of them were identified by Western blot analysis. As no straightforward enzymatic 
test exists to specifically characterize the MM-bound proteins, we checked the fractions by immunodetection 
methods for the presence of very well characterized antigenic proteins known to be localized in the CW, namely, 
the mycoloyl transferases (the so-called antigen 85, Ag85)23. These enzymes catalyze the transfer of a mycoloyl 
residue from the trehalose monomycolate (TMM) to another TMM molecule to form trehalose dimycolate 
(TDM)24, or to arabinosyl residues of AG to form mycoloylated arabinosyl extremities25–27. Using anti-Ag85 
Figure 3. Isolation and NADH oxidase activity of mycobacterial membranes. Visualization of the F1 and F2 of 
Mau (A) and Msm (D). Negative staining of the F1 and F2 fractions of Mau (B) and Msm (E); bars represent 200 
nm for F1 and 1 µm for F2. NADH oxidase activity of F1 (black symbols) and F2 (grey symbols) of Mau (C) and 
Msm (F).
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polyclonal antibodies28, we specifically identified the Ag85 protein family in the MMCW, without residual signal 
in the PM, of both Mau and Msm (Fig. 5C). In Msm, the MspA protein has been characterized as the major porin 
for hydrophilic solutes uptake16,29,30, and is thus one of the very few specific proteins whose location in the MM is 
ensured. Anti-MspA antibodies revealed two bands in the Msm MMCW, one of low mass, around 20 kDa, and the 
second one at about 100 kDa, likely corresponding to the monomeric and octameric forms of MspA, respectively 
(Fig. 5E); expectedly, MspA was not detected in the PM of Msm. Finally, we checked for the presence of canonical 
PM proteins in both membrane fractions. Antibodies directed against the β-subunit of the membrane ATP syn-
thase, AtpD (at around 52 kDa), indicated the presence of the enzyme in the PM fractions of both bacteria, while 
it was not detected in the MMCW fractions (Fig. 5D).
Bottom-up quantitative proteomics study was performed on the PM and MMCW of the sequenced M. smeg-
matis mc² 155, in order to determine their protein contents and to evaluate the distribution of proteins within 
the two fractions. Accordingly, trypsin digestion was performed on each fraction concentrated in one band in a 
SDS-PAGE, and the resulting peptides mixtures were analyzed by nanoliquid chromatography coupled to tandem 
mass spectrometry (nanoLC-MS/MS) using an Orbitrap mass spectrometer. Then, database search and label free 
quantification allowed us to observe a different distribution of more than 2,100 proteins based on their intensity 
fold change between the PM and MMCW, as shown in the volcano plot (Fig. 6). The distribution profile of pro-
teins between the two fractions unambiguously showed that they correspond to two different well-separated enti-
ties. The proteomics study not only confirmed the presence of proteins known to be located in the PM or MMCW 
but also allowed the identification and localization of other proteins. As expected, Ag85 complex proteins and 
porins, e.g. MspB, were present in MMCW (Fig. 6). Of note, the putative transporters MCE protein family were 
mostly found in MMCW fraction. On the other hand, mannosyltransferase PimB31, galactofuranosyltransferase 
GlfT232, cytochrome p450 and ABC transporter YjfF, were found to be most abundant in the PM fraction (Fig. 6). 
The lists of other identified proteins among outliers (with a <1/3 or >3 fold ratio and a p < 0.01) and their dis-
tribution between the PM and MMCW are given in Tables 1 and 2 (Supplementary information). As previously 
noted21, proteins known to be primarily located in the cytosol and trapped in the liposomes may still contaminate 
the purified membrane fractions.
Lipid content of the membranes. Lipids from each collected fraction were extracted with organic sol-
vents and analyzed by using an automatized High-Performance-Thin-Layer Chromatography (HPTLC) quanti-
tative system. Lipids were loaded on the silica gel plate, then separated in one dimension in an adapted solvent 
and the plates were sprayed with specific reagents that react with amino-compounds, glycoconjugates and 
phospholipids. Using purified standards, Rf values and reactivity to specific reagents, we identified each TLC 
spot corresponding to major lipids composing the MMCW and PM fractions. In both Mau and Msm, the PM 
showed the presence of glycerophospholipids, namely cardiolopin / phosphatidyl glycerol (CL/PG), phosphatidyl 
Figure 4. Biochemical characterization of mycobacterial membrane markers. Purified F1 and F2 of Mau 
(A) and Msm (B) were hydrolyzed, derivatized and analyzed by gas chromatography-mass spectrometry, and 
their contents (nmoles per mg of dried membranes) in galactose (Gal), arabinose (Ara), mannose (Man), 
glucosamine (Gln), muramic acid (Mur. Ac.) and diaminopimelic acid (DAP) were determined. F1 (grey 
symbols) and F2 (black symbols).
www.nature.com/scientificreports/
6SCIeNTIFIC REPoRTS | 7: 12807  | DOI:10.1038/s41598-017-12718-4
ethanolamine (PE), phosphatidyl inositol (PI) and phosphatidyl-myo-inositol mannosides (PIM). In addition, 
small amounts of TMM, a compound known to be a precursor of TDM, were also observed in these fractions 
(Fig. 7A,B). However, TDM was completely absent from PM, consistent with and reinforcing the fact that there is 
no significant contamination of PM by MMCW constituents.
The MMCW fractions contained important amounts of trehalose mycolates, i.e. TDM and TMM, plus glu-
cose monomycolates (GMM) in the case of Mau F2 (Fig. 7A), due to the presence of glucose as carbon source. In 
addition to TMM and TDM, significant amounts of phospholipids (CL/PG, PE and PI, plus some PIM) were also 
detected in the F2 fractions, notably that of Mau, in contrast to Cgl21. To ascertain the presence of phospholipids 
in the MMCW fractions, as opposed to a contamination origin, we reasoned that the amount of lipids attached to 
the AG-PG and forming the inner leaflet of the MM (exclusively MA), would be equal to that present in the outer 
leaflet if the phospholipids observed derived from contamination. Accordingly, we quantified the MA attached to 
Figure 5. Analysis of mycobacterial membrane proteins. SDS-PAGE analysis of proteins extracted from the F1 
(PM) and F2 (mycomembrane-containing cell walls, MMCW) of Mau (A) and Msm (B). Western blotting of 
PM and MMCW fractions from Mau (upper panel) and Msm (lower panel) using anti-Antigen85 (C) and anti-
ATP synthase beta, AtpD (D) antibodies. Western blotting of PM and MMCW fractions from Msm using anti-
MspA antibodies (E). MW: molecular weight markers in kDa.
Figure 6. Quantitative proteomics analysis of M. smegmatis proteins. Volcano plot presentation of the statistical 
significance of Msm protein abundances as a function of protein abundance ratios between PM and MMCW 
fractions. Horizontal lines depict a p < 0.01 cutoff and vertical lines depict 1/3- and 3-fold ratios cutoffs. Each 
dot corresponds to a single identified protein. Dark grey dots indicate proteins enriched in each fraction. 
Proteins considered as markers of each membrane fraction and significantly enriched are represented in the 
volcano plot with red triangles. The corresponding protein name and gene number in parentheses are indicated.
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AG-PG and those esterifying trehalose (TMM and TDM), which are extractable with organic solvents. In Mau, in 
which large amounts of phospholipids were present in the MMCW, the amount of MA released by saponification 
of the fraction (2.95% of dry cell weight +/− 0.16%) was 4-times higher than that found in the extractable lipids 
(derived from TMM and TDM). This data indicated that other lipids, in addition to TDM and TMM, participate 
to the outer leaflet of MM of Mau. Consistently, the ratio of MA linked to AG-PG versus MA linked to trehalose 
was 1.6 for Msm, in which less phospholipids were present in the MMCW fraction. Besides, the MA composition 
of both membrane fractions were identical. The three expected types of mycolates (derived from the saponi-
fication of PM and MMCW followed by methylation) were identified by TLC for both species: α-, keto- and 
dicarboxy-MA, for Mau, and α-, α’- and epoxy-MA for Msm, in both PM and MMCW.
The type-species specific glycopeptidolipids (GPL) were expectedly found most exclusively in the MMCW 
of Msm (Fig. 7C). These lipids have been previously shown to be located on the bacterial surface and in deeper 
compartment of the cell envelope15,33. The less polar lipids, which represent minor components of the two mem-
brane fractions from the two mycobacterial species (Fig. 7A,B), were composed, as least partly, of triacylglycerols 
(TAG, Fig. 7D). However, examination of the lipid content of a fraction exhibiting the lowest density, at the top of 
all sucrose gradients from the mycobacterial lysates examined, showed that it consists of TAG, probably derived 
from the cytosolic lipid droplets. Consequently, although TAG has been identified in the lipids extracted from the 
outermost compartments of mycobacterial cell envelope15, the TAG found in the PM and MMCW of both Mau 
and Msm may originate from the cytosol.
Lipoglycan localization. PIM, lipomannans (LM) and lipoarabinomannans (LAM) are glycoconjugates 
of the cell envelope but their exact localization still is a matter of debate3. A dramatic reduction of the LAM 
content on stationary phase in Msm has been reported, suggesting that its synthesis is selectively modulated by 
the growth phase34. We checked for the presence of lipoglycans in the two membrane fractions of both Mau and 
Msm using SDS-PAGE after trypsin digestion of each fraction. PIM, LM and LAM were observed in both the 
MMCW and PM fractions of the two mycobacteria examined (Fig. 8). In both species, the amount of LAM was 
considerably lower in the MMCW than in the PM. Interestingly, in the stationary growth phase, the LAM content 
of Mau decreased dramatically in both PM (3.4-fold) and MMCW (2.4-fold) (Fig. S1). This may be due either 
to a response of cells to growth change, to adapt their membrane composition or, alternatively, to the action of 
putative endomannanase to generate arabinomannans, known to be present in the outermost compartment of 
mycobacterial cells13.
Discussion
The central role of the mycobacterial cell envelope in essential physiological processes makes the determination 
of its composition and arrangement of its constituents an important field of research. Presently, these remain 
unproven and deduced either from its global lipid content or from the analysis of detergent-extracted materials. 
Accordingly, we addressed these questions by isolating the native MM-containing CW (MMCW) and PM from 
two mycobacterial model species, Mau and Msm. Both species are non-pathogenic rapid-growing mycobacteria, 
Figure 7. Analysis of mycobacterial membrane lipids. High performance thin-layer chromatography of lipids 
extracted from the PM and MMCW of Mau (A) and Msm (B). The plates were developed in CHCl3/CH3OH/
H2O (65:25:4, v/v/v) and lipid spots were revealed by immerging the plate in primuline. In C: a TLC of lipids 
extracted from PM, MMCW and bacteria (TEL, total extractable lipids) of Msm. The plate was developed in 
CHCl3/CH3OH (9:1, v/v), and revealed with anthrone, followed by heating. The GPL are colored in blue on the 
plate. (D) Analysis of TAG: TLC were developed in Petroleum Ether /Diethyl Ether (9:1, v/v) and revealed by 
immerging the plate in a primuline bath. 100 µg of lipid mixtures were deposited on HPTLC plates. AL: apolar 
lipids; CL: cardiolopin; PG: phosphatidyl glycerol; PE: phosphatidyl ethanolamine; PI: phosphatidyl inositol; 
PIM: phosphatidyl-myo-inositol mannosides; TMM: trehalose monomycolates; TDM: trehalose dimycolates; 
GMM: glucose monomycolates; GPL: glycopeptidolipids; PL: phospholipids; TAG: triacylglycerols.
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and present an outermost layer35. Our choice was based on the fact that Mau is the only mycobacterial species that 
exposes TDM at its cell surface15, suggesting that no polymeric (capsular) substances cover its cell wall. Moreover, 
this strain was largely used in laboratories for studies concerning isoniazid and ethionamide, two antituberculous 
agents36–38. Msm is commonly used and validated as a surrogate study model for slow growing pathogenic myco-
bacteria and its genome sequence is available, facilitating comparison with sequenced mycobacterial pathogens.
We have previously compared different methods for lysis and fractionating mycobacteria cells20 and subse-
quently have succeeded in isolating and characterizing the pure MMCW from a bacterium of the phylogenetically 
related Corynebacterium genus, namely Cgl, using separation of membrane fractions by isopycnic sucrose gra-
dient centrifugation21. We thus combined various methods for isolating, for the first time, the MMCW of Mau. 
The purity of subcellular fractions was monitored by using specific PM and MMCW markers that showed that 
they were virtually free from significant contamination by other cell fractions. The isolation of equivalent frac-
tions from Msm was, however, more difficult to achieve. The sucrose step gradient optimized for Mau was poorly 
effective to separate the two fractions of Msm and the use of several degradative enzymes to hydrolyze AG and 
PG and detergents to extract and/or remove non-specific interacting surface-exposed compounds were unsuc-
cessful. Nevertheless, the use of an amended sucrose gradient yielded two homogeneous fractions from Msm. 
PM fractions from both mycobacterial species devoid of specific CW markers, namely DAP, muramic acid and 
glucosamine, were obtained by isopycnic sucrose gradient centrifugation of lysates. Similarly, MMCW fractions 
were isolated from both Mau and Msm, in which PM enzymatic markers, i.e. NADH oxidase and ATP synthase 
(subunit beta) were not detected by enzymatic assay and western blotting respectively. Immuno-detection by 
Western blotting identified the well characterized antigenic proteins, the so-called antigen 8523in the MMCW 
fractions but not in the PM. Similarly, the major porin for hydrophilic solutes uptake of Msm, MspA16,29,30, was 
specifically localized in the MMCW fraction, but not detected in Msm PM. The fractions were further character-
ized by bottom-up quantitative proteomics study to assess the protein content and its distribution between the 
two membrane fractions. These analyses confirmed the occurrence of proteins known to be located in the PM or 
MMCW. Moreover, other proteins were identified such as the putative transporters MCE protein family mostly 
located in the MMCW fraction and PimB, GlfT2, cytochrome P450 and the inner membrane ABC transporter 
YjfF, mostly present in PM fraction, as expected.
The inner leaflet of the MM is very likely formed by a parallel arrangement of MA (Fig. 1) whereas its outer leaf-
let is presumably composed of various lipids whose composition is a matter of debate. This is due to the diversity of 
methods used for determining the MM composition. We thus took the opportunity of having native MMCW and 
PM to address the question of their lipid compositions. Lipids from the purified PM and MMCW fractions from 
the two mycobacterial species were analyzed by HPTLC. Expectedly, phospholipids represented the major lipids 
of the PM. They were also present in significant amounts in the MMCW fractions, notably that of Mau, composed 
primarily of trehalose mycolates, namely TDM and TMM, and GMM. The real occurrence of phospholipids in 
the MMCW fractions was demonstrated by quantifying the MA. The amounts of MA covalently-linked to the AG 
was 2- to 4-times higher than those found in the extractable lipids of the two mycobacteria, indicating that other 
lipids, in addition to trehalose mycolates, participate to the outer leaflet of MM. Interestingly, no phospholipid was 
detected in the MMCW fraction of Cgl21, reinforcing the concept that this class of lipids is really constitutive of 
mycobacterial MM. With the native PM and MMCW in hands, we looked for the presence of lipoglycans in the 
two membrane fractions. Their localization, notably that of LAM, is still a matter of debate. Again, the methods 
used are crucial for a proper localization of compounds. Although their abundance may vary, according to the 
growth phases, PIM, LM and LAM were all observed in both the MMCW and PM fractions of the two mycobacte-
ria examined, Mau and Msm, the PM being, in both species, the main location of LAM.
Figure 8. Analysis of mycobacterial membrane lipoglycans. SDS-PAGE analysis of lipoglycans from the PM 
and MMCW of Mau (A) and Msm (B). F1 and F2 fractions were digested with proteases prior to their analysis. 
LAM: lipoarabinomannan; LM: lipomannan; PIM: phosphatidyl-myo-inositol mannosides. MW: molecular 
weight markers in kDa.
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Our data on the composition of the native outer membrane, the MM, of Msm differ from that of 
Bansal-Mutalik and Nikaido using detergent-extraction, namely dioctylsulfosuccinate sodium10, in several 
points. Firstly, we showed that the non-covalently bound lipids, presumably constituting the outer leaflet of the 
MM-containing CW of the two species examined, are composed mainly of TDM and TMM, lipoglycans and 
phospholipids, and the PM is conventionally composed of phospholipids and proteins. TMM was located by 
Bansal-Mutalik and Nikaido in the PM using the detergent-extraction method10. Although TMM was found in 
the present study in the PM, this is interpreted as molecules transported across the PM to its final destination, i.e. 
MMCW (Fig. 1). Importantly, the occurrence of TMM has never been reported in isolated mycobacterial PM3. 
Rather, TMM have been isolated from the cell surface of several mycobacterial species by mechanical treatment15. 
Secondly, we have previously localized glycopeptidolipids (GPL) at the mycobacterial cell surface, represent-
ing half of the bacterial GPL. The remaining GPL were present in deeper compartments of the cell envelope33. 
Consistently, GPL were found in the MMCW fraction of Msm (Fig. 1). Bansal-Mutalik and Nikaido have pro-
posed that GPL locate in the MM, which is crucial for the mycobacterial life, as demonstrated by the non-viability 
of strains in which the production of MA is abolished39,40. As strains devoid of GPL were found viable, displaying 
no significant physiological changes, notably in terms of growth rate, with an apparent intact MM33, GPL, and 
by extension other lipids of the outer leaflet of the MM, are likely dispensable, unlike MA for the existence of 
the MM. Finally, Bansal-Mutalik and Nikaido proposed TAG as constituents of the MM. Although consistent 
with our finding, the isolation of a TAG-containing fraction on the top of all sucrose gradients of mycobacterial 
lysates, suggests that these molecules probably derived from the cytosolic lipid droplets. Furthermore, inserting 
these apolar lipids in a biological membrane is hard to conceive. Based on the identification of TAG in the lipid 
extracted from the outermost compartments of mycobacterial cell envelope15, we propose that TAG are part of 
surface lipids that form, with carbohydrates and proteins in a yet unknown manner, the OL above the MM.
Several questions remain to be solved regarding the MM. Among these, the isolation of the MM, instead of the 
more complex and less practicable MMCW. This would need the use of degradative enzymes to extract as much 
as possible the AG-PG complex and the loosely bound polysaccharides and proteins, combined with mechanical 
treatments and/or extraction with very low concentrations of Tween-8013,15 these experiments are in progress. 
Another important issue is the occurrence and nature of proteins other than porins, and the arrangement of 
MM constituents. Nevertheless, with the progress in the knowledge of the MMCW composition, it will now be 
possible to study the spatial organization and structure of the MM, which will very likely mark a major evolution 
for the cell envelope structure and the biology of mycobacteria. The discovery of how mycobacteria select and 
organize their membrane constituents to resist killing should help deciphering the mechanisms involved in the 
mycobacterial pathogenicity and provide new potential targets for tuberculosis chemotherapy.
Methods
Bacterial strains and growth conditions. Mycobacterium aurum (Mau) A + (CIP104482) was grown 
in 7H9 Middlebrook broth (BD Difco) supplemented with casitone (0.5%; BD Difco) and glucose (0.2%) at 
37 °C under shaking (180 rpm). M. smegmatis (Msm) mc²155 was grown in 7H9 Middlebrook broth (BD Difco) 
medium supplemented with glycerol (0.2%; Sigma) at 37 °C under shaking (180 rpm).
Bacteria lysis and fractionation on sucrose density gradient. Cells were harvested by centrifugation 
at 3,000 g for 15 min at 4 °C and the cell pellet was washed with 20 mM Tris HCl, pH 7.4. The pellet was frozen 
and cells were suspended in the lysis buffer (20 mM Tris HCl, pH 7.4 containing benzonase (5 µL > 250 units/
mL, Sigma-Aldrich), dithiothreitol (1 mM), AEBSF (0.2 mM; Euromedex) and EDTA (1 mM)). After 20 min, 
bacteria were broken by two passages through a French press cell (1,500 bars). Unbroken bacteria were removed 
by centrifugation (3,000 g for 10 min, twice). The bacterial lysate was then submitted to centrifugation at 10,000 g 
for 40 min to yield crude cell wall fraction (pellet P10). P10 was suspended in 20 mM Tris HCl, pH 7.4 containing 
EDTA (1 mM) and layered on a sucrose step gradient (from 10% w/w to 60% w/w) in SW41 tubes (Beckman 
Coulter). The discontinuous gradient consisted of 10% [1 Vol] – 36% [3 Vol] – 40% [3 Vol] – 42% [2 Vol] – 50% 
[1 Vol] – 60% [1 Vol], in the case of Mau. It was amended (10% [1 Vol] – 20% [1 Vol] – 30% [3 Vol] – 36% [3 Vol] 
– 40% [1 Vol] – 50% [1 Vol] – 60% [1 Vol]) to achieve a well separation of the two membrane fractions of Msm. 
The gradients were centrifuged for at least 2 h at 100,000 g. Fractions of 1 mL were collected from the bottom to 
the top, washed and the pellets were resuspended in the same buffer, layered on sucrose gradient and centrifuged 
again in the same conditions. Fractions of 1 mL were collected from the bottom to the top, washed and recentri-
fuged (15,000 g, 45 min) to recover the cell walls, which were submitted to biochemical analyses. The supernatant 
(S10) was then centrifuged at 27,000 g for 30 min and the pellet (P27) was discarded. The S27 supernatant was 
then centrifuged at 100,000 g for 40 min to collect the crude plasma membrane (pellet P100) (Fig. 2). P100 was 
suspended in 20 mM Tris HCl, pH 7.4 containing EDTA (1 mM) before being layered on a sucrose step gradient 
(from 10% w/w to 60% w/w) in SW41 tubes (Beckman Coulter). The gradients were centrifuged for at least 2 h at 
100,000 g. Fractions of 1 mL were collected from the bottom to the top, washed and membrane pellets were recov-
ered after centrifugation (100,000 g, 1 h) and submitted to biochemical analyses. All these steps were done at 4 °C.
Protein analysis. Proteins were quantified using the DC Protein assay Kit (Biorad) and separated on 
SDS-PAGE (stacking 5%, resolving 12% acrylamide). For Western blotting, proteins were separated on SDS-PAGE 
minigel (stacking 5%, resolving 12% acrylamide) and transferred on nitrocellulose membrane (0.45 µm) using 
trans-blot turbo blotting system (Biorad). Membranes were blocked with TBS containing milk (5%), then blot-
ted with primary antibodies αMsp A (rabbit), αATP synthase beta (chicken) from Abcam, αHyt 27 (mouse) 
diluted in TBS containing BSA (5%). After washes with TBS containing Tween 20 (0.02%), secondary antibodies 
(αrabbit-HRP (goat) from Santa Cruz Biotech, αchicken-HRP (goat) from Abcam and α-mouse-HRP (goat) 
www.nature.com/scientificreports/
1 0SCIeNTIFIC REPoRTS | 7: 12807  | DOI:10.1038/s41598-017-12718-4
from Biorad) were incubated for 1 h. After washes, chemiluminescence was detected using the Chemidoc Touch 
Images (Biorad).
Quantitative proteomics analysis. Proteomics analyses were performed on biological duplicates of Msm 
PM and MMCW fractions. Preparation of the protein samples for MS analysis is described in the Supplemental 
Information. Briefly, after a concentration step on SDS-PAGE, proteins from each fraction were in-gel digested 
using trypsin. Then, the resulting peptides were extracted from the gel and analyzed in triplicate injections by 
nanoLC-MS/MS using an Orbitrap mass spectrometer. MS data were searched against the Uniprot M. smegmatis 
mc² 155 database for protein identification and label-free quantification was performed to compare protein abun-
dances. See the Supplemental information section for further details.
Enzymatic activity detection. NADH oxidase activity was measured via the DCPIP reduction at 608 nm. 
Enzymatic reactions were performed at room temperature for at least 1 min in 96-wells plate. 50 µL of membrane 
samples containing the same amount of proteins were incubated in 200 µL of 100 mM Tris-HCl (pH 7.4), MgCl2 
(5 mM), CaCl2 (10 mM), NaN3 (45 mM), NADH (0.25 mM) and DCPIP (12.5 µM). The kinetic measurements 
were made with Clariostar spectrophotometer (BMG Labtech) and data were obtained with the Clariostar Mars 
software (BMG Labtech). The values of the slopes were directly correlated to the reaction velocities.
Lipid analysis. Portions (400 µL) of the harvested fractions were submitted to a Bligh and Dyer extraction at 
room temperature41. Briefly, 0.8 V of each gradient fraction was incubated in one phase solvent system CHCl3/
CH3OH (1:2, v/v) for 16 h at room temperature. Then, CHCl3 and H2O (1:1, v/v) were added to obtain two phases 
and organic lower phases were dried under nitrogen. Then, 100 µg of each lipid fraction (10 mg.mL−1 in CHCl3) 
were analyzed by HPTLC. Merck HPTLC silica gel 60 was developed in CHCl3/CH3OH/H2O (65:25:4, v/v/v) 
(CAMAG). Lipids were revealed with primuline (0.01% in acetone/water (8:2)) and the plate scanned at 370 nm. 
Data were treated with Wincats software and lipids were relatively quantified.
Mycolic acid analysis. Gradient fractions were saponified with 2 mL of KOH (40%)/2-methoxyethanol (1:7; 
v/v) for 3 h at 110 °C in a screw capped tube42. The solutions were acidified by adding sulfuric acid (20%) to reach 
a pH 1~2. Mycolic acids were extracted 3 times with diethyl ether and the organic phases were combined. After 
drying, the resulting fatty acids were methylated using diazomethane and analyzed by HPTLC with CH2Cl2 as 
developing solvent. Visualization was realized by immersion of the plate in a 10% CuSO4 (w/v) solution in H3PO4/
CH3OH/H2O (8:5:87, v/v/v) followed by heating at 150 °C, 20 min.
For quantifying MA, lipids were extracted from wet cells for 16 h with CHCl3/CH3OH (1:2, v/v) at room tem-
perature (60 mL of solvent/g of wet cells), then with CHCl3/CH3OH (1:1, v/v) and finally with CHCl3/CH3OH 
(2:1, v/v). The organic phases were pooled, concentrated and washed with water, resulting in the total extractable 
lipids. MA, from total extractable lipids or from delipidated residues (containing AG-bound MA) were saponified 
and treated as previously described42. MA were separated from fatty acids by column chromatography on Florisil 
using a petroleum ether/diethylether step gradient (0, 5, 10, 20% and 100%, v/v). Each fraction was analyzed by 
TLC developed with CH2Cl2. MA were detected by spraying plates with phosphomolybdic acid (10% w/v diluted 
in ethanol), followed by heating. Fractions containing MA were pooled and weighed.
Lipopolysaccharide analysis. Lipoglycans (LAM, LM and PIM) were analyzed by SDS-PAGE (stacking 
5% and resolving 15% acrylamide). Samples, containing the same amount of proteins, were digested by trypsin 
(Promega) at 37 °C overnight before the addition of the loading buffer. Gels were stained with silver staining43,44. 
Gels were scanned with Chemidoc Touch Images (Biorad) and analysed with Image Lab.
Analysis of diaminopimelic acid content. Washed and dried gradient fractions were hydrolyzed with 
6 M HCl (500 µL) at 110 °C overnight. After cooling, the hydrolysates were centrifuged at 1,600 g for 20 min. 
Supernatants were dried under nitrogen and esterified with 2.5 M HCl in 2-propanol (500 µL) for 1 h at 110 °C. 
After drying under nitrogen, a treatment with trifluoroacetic anhydride (50 µL in 300 µL CH2Cl2) was done 1 h 
at 110 °C45. After drying under nitrogen, petroleum ether (1 mL) was added and 10 µL of samples were analyzed 
by GC-MS.
Sugar analysis. Washed and dried gradient fractions were hydrolyzed with 2 N CF3COOH at 110 °C for 
2 h, dried under nitrogen and reduced with NaBH4 (10 mg/mL in 1 N NH4OH/CH3CH2OH 1:1, v/v) at room 
temperature for 2 h. The reaction was stopped with few drops of acetic acid, dried under nitrogen, and acetylated 
with pyridine anhydrous/acetic anhydride (1:1, v/v) at room temperature overnight. After drying under nitrogen, 
petroleum ether (1 mL) was added and 1 µL of samples were analyzed by GC-MS. GC-MS analyses were per-
formed using a Thermo TraceGCultra chromatograph equipped with an Inferno ZB5HT column (30 m × 0.25 
mm) and connected to an ISQ single quadrupole mass <220 °C with split ratio of 20:1. Helium circulates at a 
constant flow rate of 1.2 mL.min−1 as carrier gas. The temperature separation program was: initial temperature at 
100 °C and then increased until 300 °C at a rate of 20 °C min−1, followed by 3 min at 300 °C.
Transmission electron microscopy. Specimens were prepared for electron microscopy using the conven-
tional negative staining procedure. 20 μL of solution was absorbed on Formvar-carbon-coated grids for 2 min, 
blotted, and negatively stained with uranyl acetate (1%) for 1 min. Grids were examined with a TEM (Jeol JEM-
1400, JEOL Inc, Peabody, MA, USA) at 80 kV. Images were acquired using a digital camera (Gatan US1000, 
Gatan Inc, Pleasanton, CA, USA) at different magnifications: × 3,000 for MMCW fractions, × 12,000 for PM Msm 
and × 25,000 for PM Mau.
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Toutes les études présentées jusqu’ici ont été réalisées sur deux bactéries non pathogènes et à 
croissance rapide pour optimiser les conditions de tests et mettre au point les différentes étapes du 
protocole de fractionnement. Des essais de fractionnement sont maintenant en cours sur M. 
tuberculosis (H37Rv), espèce pathogène à croissance lente. L’un des challenges majeurs pour 
fractionner M. tuberculosis dans les mêmes conditions que M. smegmatis et M. aurum est qu’il faut 
s’assurer que toutes les bactéries soient mortes/inactives. La technique la plus utilisée pour inactiver 
les bactéries est la stérilisation à l’autoclave. Des essais ont été réalisés sur deux cultures de M. 
smegmatis : l’une autoclavée avant lyse et fractionnement et l’autre non autoclavée. Ensuite les 
bactéries sont lysées et fractionnées selon le protocole établi. L’autoclave ne permet pas d’inactiver 
sans désorganiser les membranes bactériennes. En effet après avoir autoclavé les bactéries, les 
fractions obtenues ne sont plus séparées convenablement sur gradient de saccharose et ne possèdent 
plus les mêmes aspects tant au niveau de la couleur que de leur densité (Figure 26). 
 
Figure 26 : Fractionnement de M. smegmatis sans (gauche) ou avec (droite) stérilisation par autoclave 
des bactéries avant lyse et séparation des membranes sur gradients de saccharose. 
Afin de pouvoir travailler sur les membranes de M. tuberculosis sans inactivation à la chaleur, il faut 
s’assurer de l’absence de bactéries vivantes d’où une étape de double filtration nécessaire après la 
lyse et avant la sortie de l’échantillon du confinement NSB3. La lyse des bactéries se fait alors en 
confinement à l’aide d’un bead beater, technique mécanique de lyse qui a un rendement plus faible 
que la lyse avec la presse de French. Le problème apparu lors de la double filtration du lysat est la perte 
importante de matériel membranaire. En effet les fragments de parois obtenus après lyse au bead 
beater semble avoir une taille trop importante et le filtre se retrouve rapidement obstrué, le matériel 
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obtenu lors des ultracentrifugations différentielles est soit présent en trop faible quantité pour les 
analyses biochimiques qui suivent, soit absent. Ces résultats montrent la nécessité de mettre au point 
le protocole de lyse de M. tuberculosis afin d’obtenir suffisamment de matériel pour les gradients et 
les analyses biochimiques. Cette optimisation peut se faire sur le nombre de cycles de lyse, son 
intensité, la quantité de bactéries par mL de tampon de lyse, l’ajout de lysozyme … L’utilisation 
d’antibiotiques n’est pas envisagée pour tuer les bactéries de peur d’engendrer des résistances à ces 
antibiotiques, en revanche l’utilisation d’autres molécules bactéricides n’est pas exclue comme par 
exemple les antiseptiques tels que le sulfate de cuivre. Les bactéricides très puissants, comme le 
formaldéhyde ou l’oxyde d’éthylène, sont à exclure en raison de leurs effets irréversibles sur les 
protéines. 
Les perspectives de cette étude sont aussi d’approfondir les connaissances des mycobactéries, 
notamment concernant l’identification des protéines présentes au sein de la mycomembrane. Des 
études de protéomique approfondies ont donc été menées sur différentes fractions bactériennes et 
les résultats obtenus sont décrits dans le chapitre II. De plus, des études sur l’organisation et la 
dynamique des constituants de la mycomembrane native par RMN ont été initiées afin d’obtenir des 
informations concernant l’agencement des lipides au sein de la mycomembrane ainsi que leur 




II. Protéome de M. smegmatis mc² 155 
 
Les analyses protéomiques se font sur M. smegmatis mc² 155 dont le génome est séquencé mais dont 
la localisation et la fonction de nombreuses protéines ne sont pas connues. Le protocole de 
fractionnement établi permet d’isoler les différents compartiments bactériens que sont la membrane 
plasmique (PM) et la mycomembrane liée à l’arabinogalactane-peptidoglycane (MMCW), mais il 
permet également d’accéder aux protéines solubles retrouvées essentiellement dans le cytosol et dans 
le périplasme (CP). Nous nous intéressons aussi aux protéines sécrétées dans le milieu de culture (SP) 
représentant ainsi le sécrétome de la bactérie. Nous avons mis à profit la préparation des différentes 
fractions de M. smegmatis pour faire l’étude quantitative et qualitative des protéines présentes dans 
chacun des compartiments. Les retombées de ce travail seront très intéressantes puisqu’à ce jour très 
peu de protéines sont précisément localisées (les enzymes de la chaîne respiratoire dans la PM, MspA 
dans le MMCW, les Ag85 à la fois dans le MMCW et dans le sécrétome, ou encore la sécrétion de 
protéines telles que EsxA/B). En ce qui concerne les protéines de la mycomembrane, le peu de 
connaissance se résume à quelques porines dont seule MspA a été caractérisée chez M. smegmatis 
(Niederweis, Ehrt et al. 1999; Stahl, Kubetzko et al. 2001). Concernant les enzymes de FAS-II elles 
seraient cytosoliques et à proximité des membranes (Carel, Nukdee et al. 2014; Meniche, Otten et al. 
2014). Cependant, la localisation de la réductase CmrA, par exemple, peut être sujette à débat car 
l’étape de réduction semble avoir lieu dans la paroi chez les corynebactéries (Tropis, Meniche et al. 
2005) et est localisée dans le cytosol pour les mycobactéries (Carel, Nukdee et al. 2014). De plus, des 
tests d’activité de biosynthèse des acides mycoliques menés dans l’équipe sur des « fluffy layers » 
(extraits acellulaires ne contenant que les membranes des bactéries) se sont avérés positifs, 
démontrant ainsi la possibilité de produire des acides mycoliques uniquement en présence des 
membranes bactériennes (Quemard, Mazeres et al. 1995).  
Le travail présenté maintenant, sur l’étude des sous protéomes de chacun des compartiments 
cellulaires de M. smegmatis précédemment cités (CP, PM, MMCW et SP), a été réalisé en collaboration 







1. Stratégie utilisée  
 
La stratégie utilisée pour l’analyse protéomique est basée sur une approche « Bottom-Up » (Figure 27). 
C’est la stratégie de choix pour les études de protéomique quantitative, car elle permet d’identifier et 
de mesurer l’abondance des protéines présentes dans un échantillon donné. Les protéines sont dans 
un premier temps digérées par une protéase (dans notre cas la trypsine) et le mélange de peptides 
obtenu est ensuite séparé par chromatographie liquide (nanoLC) puis analysé par spectrométrie de 
masse (Orbitrap). L’identification des peptides se fait en deux temps : le spectre MS va permettre 
d’obtenir leurs différentes masses, puis certains ions correspondants chacun à un peptide donné vont 
pouvoir être sélectionnés pour être fragmentés. Ces spectres secondaires (MS²) vont permettre 
d’accéder à la séquence en acides aminés des multiples peptides fragmentés, et vont pouvoir être 
utilisés pour identifier les protéines dont ces peptides sont issus. Les protéines sont identifiées par 
comparaison des peptides identifiés avec ceux d’une base de données, grâce au moteur de recherche 
Mascot. Des critères de recherches permettent d’affiner ces comparaisons (état de charge des ions 
fragmentés, modifications post-traductionnelles fixes ou variables, clivages manqués à la trypsine …). 
La quantification des protéines se fait avec le logiciel Proline en « label-free », sans marquage des 




2. Préparation des échantillons  
 
Les différentes étapes de préparation des fractions (comme détaillé dans la partie « matériel et 
méthode ») sont résumées dans le schéma ci-dessous (Figure 28). L’étape de double filtration permet 
de s’assurer de l’absence de bactéries entières au sein de l’échantillon. Les étapes de lavages des 
Figure 27 : Résumé de la stratégie "Bottom-Up" utilisée pour l'identification des protéines.  
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fractions PM et MMCW permettent dans un premier temps d’éliminer le saccharose. L’ajout de sels 
permet de se débarrasser des protéines extrinsèques tout en laissant les membranes intactes. Enfin le 
dernier lavage permet d’éliminer les sels. Les protéines présentes dans les différentes fractions sont 
alors dosées puis déposées sur gel après traitement.  
 
 
3. Analyse protéomique 
  
Les analyses ont été menées sur des réplicats biologiques (n=4) de M. smegmatis. Chacune des 
fractions d’un réplicat biologique, soit PM, MMCW, CP et SP, est injectée et analysée 4 fois en LC-
MSMS, soit 4 réplicats techniques par réplicat biologique. Dans un premier temps les données sont 
analysées à l’aide de Mascot afin d’identifier les protéines, puis elles sont quantifiées avec le logiciel 
Proline. 
 
Figure 28 : Les différentes étapes de la préparation des échantillons pour les analyses protéomiques. 
Avec PM pour membranes plasmiques, MMCW pour mycomembrane-arabinogalactane-
peptidoglycane, CP pour cytosol/périplasme et SP pour les protéines sécrétées. MWCO : molecular 




i. Répartition des protéines au sein des différents compartiments : CP, PM, MMCW et SP 
 
Après identification, quantification et normalisation les données peuvent être comparées entre elles. 
Pour avoir un aperçu du nombre de protéines communes ou spécifiques aux compartiment étudiés, 
on décide de trier les données de protéomique et d’éliminer un maximum de faux positifs. Pour cela, 
on considère qu’une protéine est détectée dans un compartiment donné lorsque l’on observe au 
moins une fois par réplicat biologique une fragmentation MS² pour au moins un peptide 
protéospécifique. 
Le nombre de protéines détectées par compartiment est présenté dans le tableau ci-dessous. 
Compartiment Nombre de protéines 
Cytosol / Périplasme 3308 
Mycomembrane – AG – PG 3371 
Membrane plasmique 3085 
Protéines sécrétées 2227 
 
Tableau 7 : Nombres de protéines détectées et conservées après tri dans chacun des compartiments.  
A partir des protéines détectées et identifiées, un diagramme de Venn (Figure 29) est créé afin 
d’illustrer les protéines communes aux protéomes de nos 4 fractions étudiées et celles spécifiques à 
chacune des fractions.  
 
 
Figure 29 : Diagramme de Venn représentant la répartition des protéines quantifiées au sein des 
différents compartiments mycobactériens.  
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Parmi les protéines retrouvées spécifiquement dans un compartiment, 645 au total, 177 soit 27 % sont 
annotées comme étant des protéines « non caractérisées » dans la banque de données utilisée 
(Proteome ID UP000000757 sur Uniprot, correspondant à la souche M. smegmatis mc² 155). Le 
compartiment qui en contient le plus est le sécrétome (57 / 119 protéines). Parmi les protéines 
caractérisées spécifiques du sécrétome et décrite dans la partie bibliographie, on retrouve la 
lipoprotéine RpfB (Hett, Chao et al. 2007) et la protéine immunogène MPT63 toutes deux décrites pour 
être sécrétées (Manca, Lyashchenko et al. 1997; Malen, Berven et al. 2007; Tufariello, Chapman et al. 
2016). La protéine PE35 sécrétée par ESX-1 (Phan, Ummels et al. 2017) est aussi retrouvée 
spécifiquement dans le sécrétome de M. smegmatis comme décrit dans la littérature (Fortune, Jaeger 
et al. 2005; Malen, Berven et al. 2007). Parmi les protéines spécifiques de ce compartiment, on 
retrouve aussi des protéines décrites comme possédant une fonction associée à une réponse au stress 
ou encore à la liaison aux hèmes (« heme binding ») et des lipoprotéines (MK35 et LppU). 
Des transporteurs membranaires (ABC transporteurs, MFS) impliqués dans le transport de lipides, 
acides aminés ou sucres sont uniquement détectés dans la membrane plasmique parmi d’autres 
protéines possédant des activités oxydoréductases ou encore des protéines à activité ATPase.  
Des protéines impliquées dans la néoglucogénèse telles que GlpX (fructose-1,6-bisphosphatase) et 
SdaA (L-serine dehydratase) sont retrouvées spécifiquement dans le cytosol/périplasme. Beaucoup de 
facteurs de transcription y sont détectés ainsi que les protéines de liaison à l’ADN, à l’ATP ou encore 
au FAD.  
La porine MspA connue pour être localisée dans la mycomembrane (fraction MMCW) y est retrouvée 
mais pas de façon spécifique. Des protéines impliquées dans le transport de molécules (perméase 
d’ABC transporteurs) ou des β-lactamases, protéines possédant un signal peptide et décrites pour être 
impliquées dans le catabolisme des antibiotiques, sont retrouvées spécifiquement dans la fraction 
MMCW. 
 
ii. Répartition des protéines au sein des échantillons : Comparaison de compartiments deux 
à deux 
 
Un « volcano plot » permet de visualiser la distribution des protéines dans deux échantillons donnés 
où chacun des points sur cette représentation correspond à une protéine. Cela permet de comparer la 
quantité relative d’une protéine entre deux échantillons et de mettre en évidence les protéines 
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spécifiques de chacun des compartiments. Afin de pouvoir obtenir cette représentation, les données 
normalisées sont transformées en valeurs logarithmiques. 
Les compartiments bactériens ont donc été comparés deux à deux afin d’avoir un aperçu de la 
répartition des protéines mais également de pouvoir se focaliser sur des protéines « marqueurs », 
voire spécifiquement retrouvées dans un compartiment. On considère significativement variantes les 
protéines ayant un fold-change supérieur à 3 (Log2 1,58 ou Log2 -1,58) et une p-value inférieure à 0,01 
(-Log10 2). Ces valeurs seuil sont représentées par les lignes verticales et horizontales sur les différents 
volcano plots.  
 
 
Pour exemples, quelques protéines décrites dans la partie bibliographie connues pour être localisées 
dans la membrane plasmique (PM) ou pour être sécrétées (SP) ont été mises en évidence sur le volcano 
plot Figure 30. Les protéines de la membrane plasmique sont GlfT1 et GlfT2 (biosynthèse de 
l’arabinogalactane), PimB (biosynthèse des PIM) et EccB1 (un des composant membranaire du système 
ESX-1). Ces trois protéines sont retrouvées avec des fold-change supérieurs à 600 (Log2 9,24 pour 
GlfT2). Les protéines EsxB et EsxA sont connues pour être sécrétées par le système ESX-1. Elles sont 
toutes deux retrouvées dans le sécrétome de M. smegmatis avec des fold-change supérieurs à 4 800 
Figure 30 : Répartition des protéines entre les fractions SP (sécrétome) et PM (membrane plasmique). 
Les protéines présentant un fold-change supérieur à 3 ou 1/3 (log2 1,585 ou log2 -1,585 
respectivement) et une p-value inférieure à 0,01 (-log10 2) sont considérées comme significativement 
variantes. Parmi les protéines significativement variantes et ayant une localisation connue, on 
retrouve pour la PM EccE1, PimB, GlfT1 et GlfT2 et pour les protéines sécrétées (SP) EsxB et EsxA. 
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(Log2 -12,23 pour EsxA). Ces protéines servent de marqueurs et permettent de confirmer la bonne 
séparation des compartiments bactériens. 
Les différents compartiments cellulaires sont comparés entre eux et possèdent des protéines dont 
l’abondance est similaire, celles présentant un faible fold-change situées aux alentours de x = 0 (Figures 
30, 31 et annexes Figure S1 à S4).  
 
iii. Etude de la localisation de protéines connues : les antigènes 85 et les porines Msp 
 
Les antigènes 85 et les porines Msp ont été utilisés comme marqueurs de la paroi des mycobactéries 
(MMCW) lors du fractionnement des membranes mycobactériennes (Chiaradia, Lefebvre et al. 2017). 
Les antigènes 85 assurent le transfert des acides mycoliques pour former la mycomembrane. Il est 
aussi connu que les antigènes 85 sont sécrétés par la bactérie. Les porines Msp ont été démontrées 
comme faisant partie de la mycomembrane de M. smegmatis. 
 
Localisation des antigènes 85 (Ag 85) 
Les Ag 85 sont des mycoloyl-transférases comprenant trois isoformes : Ag 85A, B et C faisant entre 30 
et 32 kDa. Ces trois protéines sont connues pour être sécrétées et possèdent un peptide signal 
permettant leur translocation au travers de la membrane plasmique (Tat pour les Ag 85A et C et Sec 
pour l’Ag 85B). Leur activité principale est de catalyser le transfert d’un acide mycolique d’une 
molécule de MMT (mono-mycolate de tréhalose) vers un autre MMT afin de former un DMT (di-
mycolate de tréhalose) ou d’un MMT vers les résidus arabinosyles de l’arabinogalactane (Belisle, Vissa 
et al. 1997; Daffé 2000; Dautin, de Sousa-d'Auria et al. 2017).  Il a été montré que ces protéines 
sécrétées par la bactérie induisent fortement la réponse immunitaire de l’hôte. Le rôle de ces protéines 
dans la physiologie de la bactérie et leurs propriétés immunogènes font d’elles de bons candidats pour 
le développement de vaccins (Huygen 2014). L’Ag 85C est retrouvé plusieurs fois annoté dans la 
banque de données utilisée (Figure 31). Par homologie avec M. tuberculosis, il semblerait que la 
protéine codée par le gène MSMEG_3580 soit l’Ag 85C de M. smegmatis homologue à l’Ag 85C de M. 
tuberculosis. La protéine codée par le gène MSMEG_6396 serait l’homologue de l’Ag 85D de M. 
tuberculosis, qui ne possède pas d’activité enzymatique à cause d’une mutation de son site catalytique 
(Backus, Dolan et al. 2014). Les gènes MSMEG_6399 et MSMEG_6583 codant les deux autres protéines 
annotées Ag 85C, ne possèdent pas de gènes orthologues chez M. tuberculosis. Les Ag 85A et Ag 85B 
sont connus pour être essentiellement sécrétés alors que l’Ag 85C serait plus étroitement associé à 
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l’enveloppe bactérienne (Huygen 2014). Les trois protéines, Ag 85A, B et C, sont capables de transférer 
un acide mycolique d’un MMT vers les résidus arabinosyles, mais l’Ag 85C a une contribution majeure 
durant cette catalyse alors que l’Ag 85A est impliqué dans la formation des DMT.  
 
 
Dans les analyses des compartiments deux à deux, ces antigènes ressortent comme étant des 
marqueurs des fractions MMCW et SP. Nous nous intéressons donc à la distribution de ces protéines 
entre les compartiments MMCW et SP (Figure 31). Cette comparaison (MMCW vs SP) montre que les 
Ag 85A, B et C sont majoritairement associés au MMCW : l’Ag 85C (vert) semble plus associé que les 
Ag 85A et B (bleu et violet, respectivement) possédant un fold-change plus faible, d’une valeur 
inférieure à 7, contre une valeur supérieure à 23 pour l’Ag 85C (Figure 31).  
Ces antigènes sont aussi en partie sécrétés par la bactérie mais le moyen de translocation de ces 
protéines au travers de la mycomembrane et les signaux permettant cette translocation ne sont pas 
connus. Ces signaux pourraient être une séquence peptidique signal différente des systèmes Sec ou 
Tat ou une ou des modifications post-traductionnelles (Dautin, de Sousa-d'Auria et al. 2017) pas encore 
démontrées à ce jour. Il se pourrait aussi que ces antigènes soient ancrés à la mycomembrane grâce à 
une (des) acylation(s) de la protéine ou peut-être une (des) mycoloylation(s) comme montré pour les 
Figure 31 : Répartition des protéines entre MMCW et SP avec un focus sur les antigènes 85 (Ag 85) 
(carré). En bleu : l’Ag 85A, en violet : l’Ag 85B et en vert : l’Ag 85C. Les noms ou numéros de gènes des 
protéines sont marqués entre parenthèses. Les Ag 85C (6399) et (6583) ne possèdent pas 
d’orthologues chez M. tuberculosis. L’Ag 85C (6396) est l’orthologue de l’Ag 85D de M. tuberculosis.   
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porines de C. glutamicum (Carel, Marcoux et al. 2017), l’acylation modulant ainsi la localisation de ces 
protéines au sein des fractions MMCW ou SP.  
 
Localisation des porines Msp 
La porine MspA est la seule porine de mycobactéries (M. smegmatis) connue et décrite pour faire 
partie de la mycomembrane (Stahl, Kubetzko et al. 2001). Cette protéine possède un peptide signal, 
elle est donc exportée vers les couches plus externes de l’enveloppe. Dans notre étude, cette porine 
est retrouvée dans le sécrétome en plus d’être retrouvée dans la fraction MMCW. Cette double 
localisation des porines a déjà été observée chez C. glutamicum. En effet, il a été démontré que les 
porines de C. glutamicum sont retrouvées dans le milieu de culture des bactéries et dans la membrane 
externe (Carel, Marcoux et al. 2017).  
 
Figure 32 : Répartition des protéines entre MMCW et SP avec un focus sur les porines Msp. Il existe 
trois porines partageant de fortes homologies, MspA, B et C, et par spectrométrie de masse il n’a pas 
été possible de déterminer si la protéine détectée correspond à MspA et/ou MspB et/ou MspC. Les 
porines sont donc notées Msp.  
 
Cependant en comparant ces deux compartiments (MMCW vs SP), on observe une valeur de fold-
change (3,7) proche de la valeur seuil définie (3) (Figure 32). Cette différence quantitative entre les 
deux compartiments est réelle mais relativement peu marquée par rapport à d’autres protéines. Les 
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porines sont majoritairement retrouvées liées à la mycomembrane mais elles sont aussi retrouvées 
sécrétées dans le milieu de culture de M. smegmatis. Les porines seraient réparties entre ces deux 
compartiments et leur localisation pourrait être modulée par des modifications post-traductionnelles 
comme pour les Ag85. 
 
4. Perspectives  
 
Les compartiments mycobactériens analysés possèdent des protéines qui leur sont spécifiques mais 
aussi un grand nombre de protéines qui leur sont communes. Parmi ces derniers, on peut imaginer 
que la présence de modifications post-traductionnelles va pouvoir moduler la localisation d’une 
protéine donnée. Des protéines chaperonnes sont également identifiées et sont décrites pour être 
généralement retrouvées « partout » au sein de l’enveloppe (Marques, Chitale et al. 1998; Fossati, Izzo 
et al. 2003; Hickey, Thorson et al. 2009), des protéines destinées à l’excrétion ou à la sécrétion en 
transit,  en plus de la présence de  contaminants classiques comme les protéines ribosomales, en raison 
de leur abondance. Concernant les protéines spécifiques de chacun des compartiments, certaines 
d’entre elles pourront être étudiées de façon plus approfondie (création de mutants, fonction de la 
protéine, structure ...) afin de mieux comprendre certains mécanismes encore non totalement 
élucidés, comme par exemple le transport de molécules au travers des différentes couches de 
l’enveloppe mycobactérienne. Jusqu’à présent, mis à part la porine MspA, aucune des protéines 
associées à la membrane externe chez les mycobactéries, n’a été clairement identifiée comme faisant 
partie de la mycomembrane.  
Chez C. glutamicum, il a été montré que les porines étaient mycoloylées (Huc, Meniche et al. 2010; 
Carel, Marcoux et al. 2017; Issa, Huc-Claustre et al. 2017). Cette modification post-traductionnelle n’a 
jamais été démontrée chez les mycobactéries à ce jour. Etant donné que C. glutamicum appartient 
comme les mycobactéries à l’ordre des Corynebacteriales, la présence de protéines mycoloylées chez 
les mycobactéries n’est pas à exclure. Ces formes de modifications post-traductionnelles pourraient 
être une forme de signal de localisation subcellulaire des protéines. Il serait donc intéressant 
d’identifier la présence ou non de mycoloylation (ou autre modifications), sur certaines protéines 
spécifiques d’un compartiment cellulaire donné, comme les porines au sein du MMCW. Ces analyses 
sont possibles par spectrométrie de masse, grâce à des approches « Top-Down », où les protéines 
intactes/entières sont analysées par LC-MS/MS (donc sans étape de digestion enzymatique, comme 
dans l’approche Bottom-up) (Carel, Marcoux et al. 2017). Ces approches permettent de connaitre la 
masse totale des protéines présentes au sein d’un échantillon et ainsi d’identifier les différentes 
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protéoformes existantes d’une protéine donnée (Smith and Kelleher 2013). Ces espèces différentes 
d’une même protéine peuvent ensuite être fragmentées indépendamment (MS²) afin d’obtenir des 
informations complémentaires sur leurs différences, la nature et les sites de modifications post-







III. Etudes des membranes natives de M. smegmatis par RMN du 
solide 
 
Nous avons initié une étude dont le but est d’obtenir des informations quant à la dynamique des lipides 
au sein de la mycomembrane et aussi sur leur agencement, notamment l’agencement des acides 
mycoliques (MA). En effet l’épaisseur de la mycomembrane est semblable à celle de la membrane 
plasmique (PM) (expériences de CEMOVIS, (Zuber, Chami et al. 2008)) alors que leurs composants 
lipidiques diffèrent et possèdent des tailles différentes. Les phospholipides de la PM sont dits 
« classiques » avec des chaînes hydrocarbonées de longueurs inférieures à 20 atomes de carbone alors 
que les MA retrouvés dans la mycomembrane possèdent des chaînes hydrocarbonées de longueur 
supérieure à 60 atomes de carbone. Selon un modèle établi par Villeneuve (Villeneuve, Kawai et al. 
2013), les MA des mycobactéries adopteraient une structure en « W », grâce à des repliements qui se 
feraient aux niveaux des fonctions chimiques en positions distale et proximale (Figure 13) . Une telle 
organisation en W serait compatible avec l’épaisseur observée (7 à 8 nm) de la mycomembrane.    
L’organisation et la dynamique de membranes natives peut être étudiée par RMN (résonance 
magnétique nucléaire) du solide. Cette technique permet d’étudier les propriétés biophysiques au 
niveau moléculaire, comme la conformation, les transitions de phases, la solubilité ou encore la 
diffusion tout en analysant les échantillons de façon non destructrice. En utilisant la RMN du solide et 
la rotation à l’angle magique (MAS) on peut étudier l’organisation spatiale ainsi que la dynamique des 
lipides, liés ou non à l’arabinogalactane, des membranes natives. De plus l’addition d’agents 
paramagnétiques solubles ou liposolubles modifiant le déplacement chimique des atomes à proximité 
peut renseigner sur la localisation des groupements fonctionnels présents sur les acides mycoliques 
(MA) et permettra ainsi de déterminer s’il y a ou non repliement en « W » des MA comme montré par 
modélisation moléculaire de la mycomembrane (Villeneuve, Kawai et al. 2013).  
La RMN du solide du phosphore (31P) est utilisée dans le cadre d’études de membranes biologiques ou 
de modèle de bicouches lipidiques de type liposomes. Elle ne nécessite pas de marquage isotopique 
et permet une analyse rapide de l’organisation des lipides phosphorés au sein d’un échantillon. En 
effet, le spectre phosphore peut renseigner sur la nature de la phase lipidique (i.e. lamellaire, 
hexagonale, micellaire/isotrope etc…) et sur sa fluidité (présence ou non d’une diffusion axiale).  
La RMN du solide du carbone (13C) permet d’obtenir des spectres où les interactions qui sont 
dépendantes de l’orientation de la molécule par rapport au champ magnétique sont moyennées 
(interactions dipolaires, anisotropie de déplacement chimique et interactions quadrupolaires) grâce à 
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la rotation de l’échantillon à haute vitesse (10 – 60 kHz) à l’angle magique (MAS ; 54,74 ° relatif à l’axe 
du champ magnétique). Ainsi les spectres MAS-RMN du solide obtenus sont composés de raies plus 
fines, mieux résolues semblables à celles obtenues en RMN liquide facilitant ainsi l’attribution des 
résonances et l’analyse des données. Contrairement à la RMN du phosphore, les informations 
obtenues permettent d’étudier les différentes régions d’une même molécule ; par exemple pour un 
lipide on aura accès à des informations concernant l’agencement de sa tête polaire mais aussi sa chaîne 
aliphatique. 
Ce travail a été réalisé en collaboration avec Valérie Réat et Alain Milon (équipe de RMN biologique 
intégrative, IPBS/CNRS). 
 
1. Analyses préliminaires : Spectres 31P-RMN des membranes natives  
 
Des spectres RMN du 31P ont été acquis sur les mycomembranes natives liées à l’arabinogalactane – 
peptidoglycane (MMCW) et sur les PM. Cette étude permet d’apporter des informations concernant 
la dynamique et la nature de l’organisation des molécules phosphorées. Pour rappel les molécules 
phosphorées présentes dans la fraction PM de M. smegmatis sont les phospholipides (PE, PI, PIM, 
LAM, LM, phosphatidyl-glycérols, CL ; Figures 7 et 8 publication), le PiLAM et peut être quelques 
protéines. Celles de la fraction MMCW de M. smegmatis sont aussi les mêmes phospholipides (Figures 
7 et 8 publication) que dans la PM dans des proportions différentes et en moindre quantité, ainsi que 
le PiLAM, peut-être quelques protéines et aussi la liaison phosphodiester reliant l’AG et le PG (Figures 
9 et 11). Les composés phosphorés de la fraction PM de C. glutamicum sont les phosphatidyl-glycérols, 
PI et PIM. Ceux de la fraction MMCW de C. glutamicum sont le phosphodiester reliant l’AG et le PG et 
peut être quelques protéines (Marchand, Salmeron et al. 2012). Les différentes quantités de 
membranes analysées sont similaires pour les deux bactéries étudiées, autour de 35 mg pour le 
MMCW et autour de 23 mg pour la PM. 
Pour cette analyse, les données obtenues avec M. smegmatis (PM et MMCW) sont comparées avec 
celles obtenues pour C. glutamicum (PM et MMCW) où les deux compartiments membranaires ont 
aussi été séparés (Marchand, Salmeron et al. 2012). Concernant les profils obtenus pour les PM des 
deux espèces, on retrouve des bandes de rotation non résolues (séparées de la vitesse de rotation 
exprimée en Hz, marquées par des astérisques sur la figure) caractérisant la présence de 
phospholipides (ou composés lipidiques) organisés en bicouche au sein de liposomes. Le manque de 
résolution ne nous permet pas de faire une analyse fine des anisotropies de déplacements chimiques 
de chaque type de lipides présents dans l’échantillon. Superposés à ces signaux, on trouve des 
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composantes isotropes (entre 4 et -1 ppm) montrant l’existence dans les échantillons d’une fraction 
minoritaire de phospholipides présentant des mouvements de réorientation rapides et isotropes, 
caractéristiques d’une organisation de type micellaire. Les signaux à 16 ppm et -22,5 ppm sont dus à 
des composantes non lipidiques restant à identifier (Figures 33, 34 et 35).  
Concernant les MMCW, la fraction de C. glutamicum ne contenant pas de phospholipides (Marchand, 
Salmeron et al. 2012) nous avons vérifié que ces derniers ne sont pas détectés sur le spectre 31P-RMN 
acquis (Figure 33) . Dans le spectre du phosphore de la fraction MMCW de M. smegmatis (Figure 34) 
on retrouve les signaux (bandes de rotation) associés aux phospholipides organisés en phase 
lamellaire. Ils sont moins intenses du fait de la quantité moins importante de lipides phosphorés 
retrouvés dans la mycomembrane comparés à ceux de la membrane plasmique.  Des signaux isotropes 
(entre 4 et -1 ppm) sont également présents et traduisent dans cet échantillon la présence de lipides 
phosphorés en réorientation rapide et isotrope compatible avec une organisation de type micellaire. 
Des composés communs aux fractions analysées peuvent correspondre aux phospholipides ou/et 
glycolipides phosphorés tels que les LAM. En effet ces derniers sont présents dans les deux fractions 
pour M. smegmatis et seulement retrouvés dans la PM pour C. glutamicum (Marchand, Salmeron et 















Figure 33 : Spectres 1D 31P-RMN des fractions de C. glutamicum avec en rose le spectre de la membrane 
plasmique (PM) et en bleu celui de la mycomembrane-arabinogalactane-peptidoglycane (MMCW). Les 











La possibilité d’avoir les signaux de la liaison phosphodiester entre l’AG-PG est faible, puisque ce signal 
n’est pas détecté dans la fraction MMCW de C. glutamicum (Figure 33), de même pour l’éventuelle 
présence de protéines phosphorées dans la MMCW de C. glutamicum. Les intensités relatives des 
signaux varient selon le type de membrane traduisant des proportions relatives de chaque type de 
lipide mais les fréquences de résonances mesurées dans les échantillons sont très proches. Le léger 
décalage de déplacement chimique est peut-être dû à une différence de l’environnement (hydratation, 
interaction avec les molécules adjacentes etc…) et à la conformation du lipide.  
 
 MMCW PM 
Pics ν(F1) [ppm] ν(F1) [ppm] 
1 16.05 16.11 
2 15.95 16.03 
3 4.03 - 
4 2.23 2.39 
5 0.71 0.80 
6 0.33 0.43 
7 -0.19 -0.10 
8 -22.91 -22.40 
Figure 34 : Spectres 1D 31P-RMN des membranes de M. smegmatis. En violet le spectre obtenu pour la 
fraction mycomembrane-arabinogalactane-peptidoglycane (MMCW) et en jaune celui de la membrane 
plasmique (PM), avec en bas un agrandissement de la zone [5 ; -5] ppm. Dans le tableau sont 
répertoriés les différents déplacements chimiques en ppm de chacun des pics isotropes observés. Les 
















Les PM de C. glutamicum et M. smegmatis (Figure 35) possèdent une composition similaire, en termes 
de phospholipides, mais leurs proportions varient. Le pic présent vers 0,43 ppm ,uniquement détecté 
dans les PM de M. smegmatis, pourrait correspond aux phosphatidyléthanolamines (PE) absentes des 
PM de C. glutamicum (Marchand, Salmeron et al. 2012). 
 
 





4 2.39 2.39 
5 0.79 0.80 
6 x 0.43 
7 -0.10 -0.10 
8 -22.85 -22.40 
Figure 35 : Spectres 1D 31P-RMN des membranes plasmiques (PM) de C. glutamicum en rose et celles 




2. Analyses préliminaires : Spectres 13C-RMN des membranes natives  
 
Des spectres RMN 13C ont été acquis sur la fraction contenant la mycomembrane (MMCW), obtenue 
sur gradient de saccharose après optimisation de ce dernier comme détaillé dans la partie « matériel 
et méthodes ». Les gradients obtenus pour les cultures en 13C sont présentés Figure 36. Les membranes 
plasmiques (PM) sont retrouvées à l’interface des coussins de saccharose de 20 et 30 %. Les MMCW 
sont retrouvés avec des densités plus élevées, entre 40 et 45 % pour les bactéries marquées 13C, au 
lieu des interfaces 30 – 36 % de saccharose sans marquage isotopique. Ce plus grand écart de densité 
observé est surement dû à la composition des deux fractions.  L’augmentation de densité est moins 
importante au sein de liposomes (PM) qu’au sein de fragments de parois (MMCW) contenant en plus 
d’une bicouche lipidique, le squelette pariétal formé par l’arabinogalactane et le peptidoglycane. 
 
 
Les premiers spectres 13C-MAS-RMN obtenus sur les parois de M. smegmatis contiennent énormément 
d’informations (exemple Figure 37) du fait de la diversité moléculaire de l’échantillon ; la fraction 
analysée (MMCW) étant composée de plusieurs types de lipides (mycomembrane), d’oses 
(arabinogalactane, peptidoglycane et glycolipides) et d’acides aminés (protéines et stem du 
peptidoglycane) en proportions relatives très différentes. Sur le spectre on retrouve les zones de 
déplacements chimiques des résonances caractéristiques de ces différents types de composants 
(Figure 37). Du fait de la bonne résolution de ce spectre, l’attribution des signaux de l’arabinogalactane 
et des oses du peptidoglycane a pu être faite en utilisant les travaux de : (Lee, Li et al. 2005) fait sur 
bactéries entières, et (Meroueh, Bencze et al. 2006) et (Erbs, Silipo et al. 2008) pour les oses du 
peptidoglycane. Concernant les signaux des lipides, nous avons pu attribuer les carbones impliqués 
dans les doubles liaisons et les carbones premiers voisins, les carbones terminaux (méthyl et 2 
Figure 36 : Les étapes principales de la préparation des échantillons 13C pour analyses RMN. Les 
fractions sont récoltées puis lavées. THE : tampon Tris HCl 20 mM pH 7,4 contenant 1mM d’EDTA. 
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carbones précédents) présents dans les chaînes des acides gras et des acides mycoliques. Dans ce 
mélange complexe il est difficile d’identifier les signaux associés à des molécules minoritaires, comme 
les lipides (signaux des carbones des têtes polaires par exemple), du fait de leur faible intensité et/ou 
de l’encombrement spectral. Le développement de l’étude RMN des MMCW est en cours et le travail 
d’analyse des premiers spectres se poursuit dans l’équipe de A. Milon, IPBS. 
 
Figure 37 : spectre de corrélation 2D 13C-13C CP-MAS obtenu sur 4 µL de membranes en utilisation la 
sonde 1,3 mm ultra-fast-MAS à une vitesse de 60 kH). Le spectre obtenu est de très haute résolution 
grâce à la très grande vitesse de rotation de l’échantillon au détriment de la sensibilité qui est un peu 
moins bonne due à la faible quantité de matériel. Les déplacements chimiques des composants 
majoritaires de la fraction MMCW sont détectés. Dans l’encadré bleu on retrouve les signaux des oses 
composant l’arabinogalactane (AG) et le peptidoglycane (PG), dans les encadrés roses sont retrouvés 
les signaux des chaînes aliphatiques des acides gras. Les déplacements chimiques des liaisons 
carbonyles retrouvées dans les protéines et les lipides sont présents dans l’encadré violet et finalement 
les déplacements chimiques de l’alanine et du DAP, composants du peptidoglycane, sont identifiés 
dans l’encadré vert. 
 
3. Perspectives  
 
Ces études préliminaires sont encourageantes, mais il faudrait réussir à éliminer la partie 
peptidoglycane (PG) et une grande partie de l’arabinogalactane (AG) des fractions MMCW pour ne 
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garder que les motifs arabinosyles terminaux estérifiés par les acides mycoliques, ce qui devrait 
permettre le maintien de la structure de la mycomembrane. Un tel échantillon permettra d’une part 
de simplifier les spectres en éliminant les signaux associés à l’AG et au PG et d’autre part d’augmenter 
la sensibilité en augmentant la quantité de mycomembrane dans les rotors. Pour cela, nous 
envisageons d’utiliser une amidase de mycobactériophage Ms6 nommée LysA qui permet de cliver la 
liaison entre la L-Alanine et l’acide muramique (Figure 9) (Mahapatra, Piechota et al. 2013). Il existe 
aussi une endo-D-arabinanase, produite par Cellulomonas lorsque la source de carbone utilisée est 
l’arabinogalactane. Cette enzyme permet de cliver les arabinofuranoses liés en α(1-5). Deux types de 
sondes peuvent être utilisées pour l’acquisition des spectres 13C-MAS-RMN des MMCW et chacune 
pourra donner des informations différentes. L’une permettra d’obtenir une meilleure résolution 
(vitesse de rotation plus élevée) des spectres et l’autre une meilleure sensibilité (plus grande quantité 
d’échantillon dans la sonde). Les premiers essais montrent qu’il est possible de détecter avec une 
meilleure sensibilité mais avec une vitesse de rotation moins importante (ici une sonde 3,2 mm) un 
motif mycolique spécifique des acides mycoliques qu’est le motif présent en position proximale des 
acides mycoliques de type α de M. smegmatis (Figure 13, noté α2).  
Pour aider à l’attribution des spectres, nous pouvons envisager de créer des liposomes de complexité 
croissante (présentant un ou plusieurs lipides d’intérêt) et/ou en utilisant un mélange de lipides 
extraits de la mycomembrane, pour permettre d’identifier les déplacements chimiques associés à 
chaque tête polaire. Ces membranes modèles pourront à plus long terme être utilisées pour la 
reconstitution de protéines membranaires (protéoliposomes) de la mycomembrane afin de faire des 
études structurales par RMN du solide.   
 
Ces études ont débuté sur M. smegmatis et, une fois mises au point, elles seront transposées à M. 
tuberculosis, l’agent étiologique de la tuberculose. En effet, l’enveloppe de M. smegmatis est 
considérée comme étant moins complexe que celle de M. tuberculosis de par sa composition, 
notamment lipidique où plus de lipides complexes sont retrouvés chez la souche pathogène, et par la 














L’enveloppe des mycobactéries joue un rôle crucial dans la physiologie de la bactérie. Cette enveloppe, 
dans laquelle beaucoup de processus biologiques ont lieu, protège la bactérie de l’environnement 
hostile qui l’entoure mais contribue aussi au maintien de sa forme et aux mécanismes de résistance 
cellulaires. Les constituants de cette enveloppe sont impliqués dans la division cellulaire mais aussi 
dans le transport de molécules et macromolécules. Les voies de biosynthèse de certains composants 
de l’enveloppe, comme les acides mycoliques, sont la cible d’antituberculeux tels que l’isoniazide, 
l’éthambutol ou encore l’éthionamide. Ce projet de recherche fondamentale vise à mieux comprendre 
et connaitre l’organisation et la composition de l’enveloppe des mycobactéries et en particulier la 
mycomembrane. 
Le protocole développé pour fractionner les deux membranes de M. aurum et M. smegmatis a permis 
d’accéder à la composition lipidique des membranes natives, membrane plasmique et 
mycomembrane. Elle a été déterminée précédemment dans l’équipe (Rezwan, Laneelle et al. 2007) 
mais la présence de contamination non négligeable de la fraction MMCW (mycomembrane liée à 
l’arabinogalactane – peptidoglycane) par la membrane plasmique (PM) ne permettait pas d’assurer la 
composition de la mycomembrane. Des techniques mettant en jeu des détergents ont également été 
développées (Bansal-Mutalik and Nikaido 2011; Bansal-Mutalik and Nikaido 2014). Cependant un 
détergent extraira les lipides selon l’affinité qu’il aura avec ceux-ci. L’assurance d’extraire les lipides ne 
constituants qu’une seule des deux membranes peut alors être biaisée.  
Les résultats obtenus, concernant la composition lipidique de la membrane externe de C. glutamicum, 
un modèle d’étude des mycobactéries, par l’équipe du Dr Nikaido en utilisant les détergents ne sont 
pas en accord avec ceux obtenus par l’équipe du Dr Bayan sur les membranes natives. En effet, par 
extraction aux détergents, des PI, PIM et des DMT, des acides gras et mycoliques libres et un autre 
lipide « inconnu » (Bansal-Mutalik and Nikaido 2011) entreraient dans la composition de la membrane 
externe. Par contre, l’analyse lipidique menée sur les membranes natives, isolées sur gradient de 
saccharose, montrent que la mycomembrane serait uniquement composée de mycolates de tréhalose 
mais d’aucun phospholipide (Marchand, Salmeron et al. 2012).  
Concernant les mycobactéries, nos résultats ne sont pas en accord non plus avec ceux obtenus par 
l’équipe du Dr Nikaido. Par extraction aux détergents, la mycomembrane de M. smegmatis serait 
composée de DMT, GPL, DAG, de lipides apolaires et d’acides gras et mycoliques libres, ainsi que 
d’acides mycoliques liés à l’AG-PG (Bansal-Mutalik and Nikaido 2014). Selon notre étude, les 
mycomembranes natives de M. smegmatis seraient composées majoritairement de DMT, mais aussi 
de GPL, de phospholipides, de lipides apolaires (Figure 7 publication) et des acides mycoliques liés à 
l’AG-PG. Les LAM ne sont quasiment pas détectés dans les membranes après extraction au détergent 
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(Bansal-Mutalik and Nikaido 2014) alors que dans des conditions natives ils sont détectés dans les deux 
membranes (Figure 8 publication). Ces différences de composition pourraient être dues aux 
différentes techniques utilisées, aux différentes conditions de culture ou encore à la phase de 
croissance des bactéries. En effet, concernant les LAM, il a été montré que la phase de croissance des 
bactéries module leur abondance (Dhiman, Dinadayala et al. 2011).  
Le protocole de fractionnement développé durant cette thèse sera transposé sur l’agent étiologique 
de la tuberculose, M. tuberculosis. Cette mycobactérie est de composition plus complexe que M. 
aurum et M. smegmatis, en effet des facteurs de virulence tels que les phthiocérol dimycocérosates 
(DIM) ou les glycolipides phénoliques (PGL) y sont retrouvés. De plus, une épaisse capsule composée 
majoritairement de glucane entoure la bactérie. Cependant, cette capsule n’est pas liée de façon 
covalente à la bactérie (Lemassu, Ortalo-Magne et al. 1996; OrtaloMagne, Lemassu et al. 1996). Le 
protocole de fractionnement de M. tuberculosis reprendra la plupart des techniques développées pour 
fractionner les deux mycobactéries non pathogènes. L’obstacle majeur rencontré pour le 
fractionnement de M. tuberculosis est sa pathogénicité et donc le problème est de trouver des 
conditions de lyse des bactéries satisfaisante. La presse de French, non disponible dans le BSL3 du 
laboratoire, ne pourra pas être utilisée. Nous souhaitons travailler sur les bactéries en « conditions 
natives », c’est à dire non traitées par des antibiotiques de peur d’engendrer des cas de résistances, 
non traitées par des agents bactéricides puissants comme le formaldéhyde ou l’oxyde d’éthylène ayant 
des effets irréversibles sur les protéines et non autoclavées ; tous les traitements susceptibles de 
modifier la composition native des membranes sont donc à exclure. Ainsi, la méthode de lyse à notre 
disposition pour le moment est une lyse mécanique, à l’aide d’un bead beater. Une mise au point des 
conditions de lyse de M. tuberculosis sera nécessaire, sachant que les fragments obtenus après lyse 
devront être de petite taille puisqu’ils doivent passer au travers d’un filtre (0,2 µm) afin de pouvoir 
mener le reste du fractionnement sur du matériel stérile. Lors des premiers essais menés sur M. 
tuberculosis, les culots membranaires obtenus lors des étapes d’ultracentrifugations étaient pauvres 
en matériels, après lyse au bead beater et double filtration. Cette faible quantité est un facteur limitant 
pour la séparation sur gradient de saccharose et les analyses biochimiques qui s’en suivent. Les 
alternatives pour travailler sur des bactéries non traitées sont d’avoir une quantité plus importante de 
bactéries à lyser que celle utilisée pour les études sur M. smegmatis ou M. aurum ou alors de tester 
plusieurs conditions de lyse (temps de cycles plus longs, plus de cycles, ajout de lysozyme, proportions 
billes/bactéries …), sachant que, pour le moment, nous disposons uniquement d’un bead beater au 
BSL3.  
Une capsule entourant la bactérie est présente uniquement chez les espèces pathogènes. Bien que 
cette capsule ne soit pas liée de façon covalente à la bactérie, elle y est fortement reliée. L’absence de 
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cette capsule pourrait faciliter le fractionnement de M. tuberculosis. Nous disposons d’une souche de 
M. tuberculosis délétée de deux gènes impliqués dans la formation de cette épaisse capsule composée 
essentiellement de glucane : M. tuberculosis H37Rv ΔGlgC/ΔTreS (glucane (-)). La délétion de ces gènes 
entraine une baisse significative de l’épaisseur de la capsule (Kalscheuer, Syson et al. 2010; Koliwer-
Brandl, Syson et al. 2016) et bien que des protéines de la capsule de M. tuberculosis soient identifiées, 
le protéome de cette dernière n’est pas caractérisé. En travaillant avec la souche glucane (-), nous 
avons émis l’hypothèse que les composants localisés dans la capsule de la souche sauvage (H37Rv) 
seraient retrouvés dans le milieu de culture de la souche mutée (H37Rv ΔGlgC/ΔTreS) ou exposés à sa 
surface.  
L’identification de protéines spécifiques à un compartiment donné permettra de se focaliser sur 
l’étude de la fonction de ces protéines, en particulier celles localisées dans la mycomembrane. Les 
protéines impliquées dans le transport de molécules (lipides, protéines, …) vers les couches externes 
de l’enveloppe ne sont pas clairement identifiées. C’est le cas, en particulier, des protéines permettant 
leurs transports depuis la membrane interne vers la membrane externe ou celles permettant leurs 
translocations au travers de la mycomembrane.  Il serait possible d’identifier les protéines partenaires 
des systèmes de sécrétion, comme par exemple la(es) protéine(s) localisée(s) dans la mycomembrane 
permettant la sécrétion des protéines ESAT-6 et Cfp10, facteurs de virulence de M. tuberculosis, ou les 
partenaires éventuels des systèmes Sec et Tat (l’équivalent du système de sécrétion de type 2 des 
bactéries didermes type E. coli, encore non identifié chez les mycobactéries). L’identification des 
protéines composant ces complexes pourrait être entreprise grâce à des expériences de spectrométrie 
de masse native et/ou après cross-link et immunoprécipitation des protéines partenaires.  
Il a été démontré que des mutations de gènes codant pour des constituants de l’enveloppe 
bactérienne impactaient très fortement la morphologie, la virulence et la physiologie des 
mycobactéries (Etienne, Villeneuve et al. 2002; Gao, Laval et al. 2003; Jamet, Slama et al. 2015; 
Boritsch, Frigui et al. 2016; Slama, Jamet et al. 2016). Ainsi des mutants de délétion pourraient être 
créés afin de déterminer si les protéines spécifiques et majeures détectées dans nos expériences sont 
essentielles ou non à la survie des mycobactéries et quel est leur rôle. La caractérisation des protéines 
« non caractérisées » de M. smegmatis est envisagée, notamment si des homologues sont retrouvées 
chez M. tuberculosis. L’environnement génomique de ces protéines non caractérisées guidera aussi 
nos choix. Il est également envisagé d’étudier la structure de certaines protéines ciblées par RMN, pour 
cela, il faudrait surexprimer et marquer la protéine d’intérêt avec de l’azote 15N et du carbone 13C. 
Après purification de la protéine, il serait envisageable de créer des protéoliposomes afin d’étudier la 
structure de la protéine (in vitro) et le(s) rôle(s) fonctionnel(s). En effet il a été possible de confirmer 
et de mesurer l’activité porine du complexe PorA/PorH, porines retrouvées chez C. glutamicum, au 
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sein de protéoliposomes avec la méthode de black lipid membrane (BLM) permettant de mesurer 
grâce à des électrodes, placées de part et d’autre de la bicouche lipidique, la conductance électrique 
des protéines (Huc, Meniche et al. 2010; Rath, Demange et al. 2011). Il serait aussi possible d’étudier 
cette protéine au sein de membranes natives (in situ) afin d’obtenir des informations concernant les 
interactions protéines/lipides. En comparant ces deux études, in vitro et in situ, il serait possible de 
connaitre la conformation de la protéine et ses éventuels changements dus à l’environnement.  
Des études de RMN sont envisagées pour permettre également de répondre à diverses questions 
concernant les lipides comme l’agencement des acides mycoliques au sein de la mycomembrane 
possédant une épaisseur d’environ 8 nm (Zuber, Chami et al. 2008) et quel est le rôle des 
phospholipides retrouvés dans la mycomembrane. Il sera possible d’étudier les transitions de phase et 
la diffusion des lipides au sein des membranes natives, mais il est aussi envisagé de créer des liposomes 
de complexité croissante afin d’obtenir des informations concernant le rôle des lipides dans la 
dynamique de cette mycomembrane. La création de ces liposomes de composition connue permettra 
de faciliter l’attribution des signaux retrouvés dans les spectres RMN des membranes natives de M. 
smegmatis, sachant que la grande majorité des lipides présents dans M. smegmatis sont retrouvés 
dans M. tuberculosis. La détermination des proportions des différents lipides composant la 
mycomembrane permettra de recréer cette dernière par modélisation moléculaire et de compléter les 
analyses RMN sur l’agencement des lipides. La modélisation moléculaire peut aussi fournir des 
informations concernant la structure et les interactions lipides/protéines des protéines d’intérêt. 
Il est connu que les protéines possèdent des modifications post-traductionnelles qui peuvent moduler 
leur localisation. Des mycoloylations (mono- ou di-mycoloylations), modulant la localisation de la 
protéine dans la mycomembrane (mycoloylée) ou dans le milieu de culture (non mycoloylée), ont été 
identifiées comme modifications post-traductionnelles chez une espèce apparentée aux 
Corynebacteriales, C. glutamicum (Carel, Marcoux et al. 2017). Chez M. smegmatis, certaines protéines 
sont localisées dans deux compartiments cellulaires, comme MspA ou les Ag85, retrouvées sécrétées 
et dans la fraction mycomembranaire (MMCW). Ces protéines pourraient présenter ou non une ou 
plusieurs formes de modifications post-traductionnelles modulant leur localisation cellulaire.  
Mis à part MspA aucune autre porine n’a clairement été identifiée au sein de la mycomembrane. Par 
spectrométrie de masse, les porines MspB et C si elles sont présentes ne pourront être différenciées 
de MspA puisqu’elles partagent une forte homologie de séquence. La faible perméabilité de 
l’enveloppe mycobactérienne est-elle due au faible nombre de porines ou à la faible diversité des 
porines présentes au sein de la mycomembrane ou encore à la nature des lipides qui la composent ? 
Peu d’informations sont disponibles sur la structure et la dynamique des protéines associées à la 
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membrane externe des mycobactéries. MspA, la porine de M. smegmatis, est octamérique et 
organisée en tonneaux β (Faller, Niederweis et al. 2004) alors que les porines de C. glutamicum sont 
organisées en hélices α (Ziegler, Benz et al. 2008).  Peut-être existe-t-il d’autres porines de 
mycobactéries combinant des structures secondaires différentes de celle de MspA, comme par 
exemple CpnT de M. tuberculosis organisée en tonneaux β et hélices α (UniprotKB - O05442 ; 
(Danilchanka, Sun et al. 2014)). 
Ainsi les développements de cette étude permettront de mieux comprendre le rôle de chacun des 
composants de l’enveloppe dans la physiologie ou dans la pathogénicité des mycobactéries. La 
détermination de la composition et de l'arrangement des constituants de l’enveloppe marquera très 
probablement une évolution majeure dans la compréhension de la biologie de M. tuberculosis offrant 
ainsi la possibilité de découvrir de nouvelles cibles potentielles pour le développement de vaccins 
et/ou chimiothérapie pour lutter contre la tuberculose. Le développement de nouvelles stratégies 
thérapeutiques est nécessaire à cause de l’émergence de souches pharmacorésistantes. 
















1. Culture et fractionnement des bactéries  
 
i. Culture des bactéries  
M. aurum A+ : 4,7 g / 900 mL de 7H9 Middlebrook broth (Difco) additionné de 0,2 % de glucose (Sigma) 
et de 0,5 % de casitone (Difco) pour les cultures liquides. Pour des cultures solides, 15 g/L d’agar sont 
ajoutés à ce même mélange. Pour le fractionnement, les bactéries, en culture liquide agitée (180 rpm 
– 37 °C) sont récoltées en phase exponentielle de croissance. Pour ce faire, 1/100 d’une préculture en 
phase stationnaire de croissance est inoculé dans un milieu de culture « frais » puis les bactéries sont 
cultivées pendant 2 jours. 
M. smegmatis mc² 155 : 4,7 g / 900 mL de 7H9 Middlebrook broth (Difco) additionné de 0,2 % de 
glycérol (Sigma Aldrich) pour les cultures liquides. Pour les cultures sur milieu solide du Middlebrook 
7H11 agar (Difco) (21 g/ 900 mL) est utilisé. Pour le fractionnement, les bactéries en culture liquide 
agitée (180 rpm – 37 °C) sont récoltées en phase exponentielle de croissance (mêmes conditions que 
pour M. aurum).  
M. tuberculosis : 7H9 additionné de 0,2 % de glycérol. Les bactéries sont cultivées en voile, milieu 
liquide sans agitation (37 °C) et sont récoltées au bout de trois/quatre semaines de croissance. Les 
bactéries ayant poussées en voile ont tendance à s’agréger, elles sont désagrégées en les agitant 
délicatement en présence de billes en verre (φ 4 mm) ce qui facilite la re-suspension des bactéries ainsi 
que leur lyse. 
 
ii. Fractionnement des bactéries  
Chaque gradient est réalisé à partir de 300 mL de culture. Après centrifugation à 3 000 g, le culot de 
bactéries est récolté puis lavé avec du Tris HCl 20 mM contenant 1 mM d’EDTA pH 7,4 ou THE. Les 
bactéries sont reprises dans un tampon de lyse composé de : THE additionné de 5 µL de benzonase, 1 
mM de DTT et 0,2 mM d’AEBSF. Après homogénéisation des bactéries et 20 minutes passées dans la 
glace, les bactéries sont lysées à l’aide d’une presse de French ; deux cycles de lyse à 1 500 bars. Les 
cellules non lysées sont éliminées par centrifugations (2 cycles : 3 000 g – 10 minutes – 4°C) et le lysat 
clair est soumis à des ultracentrifugations différentielles. Toutes les manipulations qui suivent sont 
effectuées à 4 °C.   
Isolement de l’enveloppe bactérienne : Le lysat clair obtenu précédemment est soumis à plusieurs 
ultracentrifugations. Les ultracentrifugations sont effectuées à l’aide d’un rotor Ti 70 de Beckman 
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Coulter. La première ultracentrifugation est faite à 10 000 g – 40 minutes afin de faire culoter les parois 
(MMCW). Le culot (P10) est conservé et le surnageant (SN10) est de nouveau ultracentrifugé à 27 000 
g – 30 minutes afin d’être sûr d’avoir récolté le maximum de parois et d’avoir un surnageant contenant 
presque uniquement des membranes plasmiques (PM) en plus de la fraction soluble. Le culot (P27) est 
éliminé, et le surnageant (SN27) est ultracentrifugé à 100 000 g – 40 minutes afin de faire culoter les 
PM. Le culot de PM est conservé (P100) ainsi que le surnageant (SN100). Les culots P10 et P100 sont 
homogénéisés dans du tampon THE. L’homogénéisation des culots se fait à l’aide d’une seringue 1 mL 
munie d’une aiguille 21 G en faisant plusieurs allers-retours. Les gradients de saccharose sont préparés 
avec différentes solutions de saccharose variant de 10 % (p/p) à 60 % (p/p). Ils peuvent être préparés 
la veille puis laissés la nuit à 4°C ou le jour même, d’après les tests effectués la séparation des 
membranes n’est pas affectée.  
M. aurum A+ M. smegmatis mc² 155 
% Saccharose (p/v) Volume (mL) % Saccharose (p/v) Volume (mL) 
10 1 10 1 
36 3 20 1 
40 3 30 3 
42 2 36 3 
50 1 40 1 
60 1 50 1 
  60 1 
 
Tableau 8 : Composition des gradients de saccharose permettant le fractionnement des membranes 
mycobactériennes. 
 
Isolement du complexe mAGP : Le gradient est préparé en plaçant les coussins de saccharose les uns 
par-dessus les autres en commençant par déposer au fond du tube le coussin le plus dense. La 
suspension contenant les MMCW ou les PM est ensuite ajoutée par-dessus le gradient de saccharose. 
A la fin de l’ultracentrifugation, les fractions d’intérêt sont récoltées avec une pompe péristaltique en 
commençant par le fond du tube.  
Pour M. smegmatis un deuxième gradient de saccharose est utilisé pour finir d’isoler les membranes. 
Après lavages des membranes récoltées, elles sont reprises dans du THE puis déposées sur un 
deuxième gradient de composition identique au premier, centrifugé à 100 000 g au minimum 2 h. Les 
fractions d’intérêt sont récoltées avec une pompe péristaltique en commençant par le fond du tube. 
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Les membranes séparées sur gradient sont récupérées par centrifugation à 100 000 g et 4 °C pendant 
1 h (TLA 110 Beckman Coulter) pour les PM et à 15 000 g pour les MMCW. 
 














Les fractions membranaires PM et MMCW : Les fractions obtenues sur les gradients de saccharose 
sont soumises à plusieurs lavages : le premier avec du tampon THE pour éliminer le saccharose, le 
second se fait en présence de sels (NaCl 1 M) pendant 30 min en agitation, puis le dernier lavage (THE) 
permet d’éliminer les sels. Les culots membranaires sont récupérés et repris dans du tampon (THE). 
Les protéines sécrétées SP : les cultures de bactéries sont centrifugées à 3 000 g, le surnageant est 
récupéré, soumis à une double filtration (0.2 µm) puis le filtrat est concentré au vivapsin (MWCO 3 000 
Da).  




Les protéines solubles CP (cytoplasmiques et périplasmiques) : le surnageant SN 100 des étapes 
d’ultracentrifugation est obtenu après deux ultracentrifugations à 100 000 g, afin de s’assurer que les 
PM aient culoté, puis le SN 100 est concentré au vivapsin (MWCO 3 000 Da).  
 
2. Analyse des lipides 
 
i. Extraction des lipides 
Les lipides extractibles sont obtenus par trois extractions successives d’un culot bactérien humide par 
des mélanges CHCl3/CH3OH dans différentes proportions (1 :2, 1 :1 et 2 :1 (v:v)). Pour 1 g de bactéries 
il faut environ 12 mL de mélange CHCl3/CH3OH par extraction. Chacune des extractions est réalisée sur 
la nuit à température ambiante. Les phases organiques sont récupérées par filtration, rassemblées puis 
séchées à l’évaporateur rotatif. Les lipides sont repris dans du CHCl3 et lavés en ajoutant un volume 
égal de H2O afin d’éliminer les composés hydrophiles. Enfin, la phase CHCl3, qui constitue le mélange 
de lipides dits « lipides extractibles totaux », est récupérée dans un tube taré, séchée puis pesée. Le 
filtre est conservé et pesé afin d’évaluer la quantité de résidus délipidés qui serviront à l’analyse des 
« lipides liés ».  
Pour les lipides contenus dans les fractions membranaires une extraction de Bligh et Dyer est 
effectuée. Les membranes (0,8 V) sont mises en présence de CHCl3/CH3OH (1 V ; 2V) pendant minimum 
1 h à température ambiante puis 1 V d’H2O et 1 V de CHCl3 sont ajoutés au mélange précédent. La 
phase CHCl3 est récupérée puis séchée sous flux d’air.  
 
ii. Extraction des acides mycoliques 
Les fractions appelées « lipides extractibles » ou « résidus délipidés » contenant des acides mycoliques 
(MA) sont traitées par un mélange de KOH 7 M/2-methoxyethanol en rapport 1/7 (v:v) pendant trois 
heures à 110°C. De l’acide sulfurique 20 % est ajouté au mélange réactionnel afin d’atteindre un pH de 
l’ordre de 1 - 2. Les MA sont ensuite extraits trois fois par de l’éther diéthylique puis la phase éthérée 
est lavée plusieurs fois à l’eau distillée jusqu’à ce que l’eau de lavage ait un pH neutre. La phase éthérée 




iii. Analyse des acides mycoliques dans les fractions membranaires 
Le protocole d’extraction des acides mycoliques est décrit précédemment (ii.). La phase éthérée est 
séchée et les lipides sont méthylés avec du diazométhane pendant au moins 15 minutes puis amenés 
à sec. Les lipides sont repris dans du CHCl3 à une concentration finale de 10 mg / mL et sont analysés 
par spectrométrie de masse (MALDI-TOF) et par chromatographie (HPTLC). Pour le MALDI-TOF 0,5 µg 
de lipides et 0,5 µL de matrice (acide 2,5-Dihydroxybenzoique (10 mg / mL dilués dans du CHCl3/CH3OH 
(1:1 ; v :v)) sont déposés et les analyses sont faites en mode réflectron positif. L’intensité du laser varie 
entre 3000 et 4500 V selon l’échantillon analysé. Pour l’HPTLC, selon l’échantillon, 100 ou 50 µg de 
lipides sont déposés, la plaque est développée dans du CH2Cl2 et les MAME (Mycolic Acid Methyl 
Esters) et les FAME (Fatty Acid Methyl Esters) sont révélés par immersion de la plaque dans 10 % de 
CuSO4 (p/v) dilué dans une solution de H3PO4/CH3OH/H2O (8:5:87 v/v/v) suivi d’un chauffage à 150°C 
pendant une vingtaine de minutes. 
 
iv. Quantification des acides mycoliques 
Pour quantifier les acides mycoliques (MA) la phase éthérée est concentrée à l’évaporateur rotatif ou 
sous flux d’air, récupérée dans un tube en verre préalablement taré, puis séchée et pesée. La 
saponification libère les MA et les acides gras. Pour séparer ces deux espèces après méthylation au 
diazométhane, une purification sur colonne de florisil est effectuée, pour une bonne séparation des 
composés il faut compter 70 g de florisil pour 1 g de matériel. Les élutions consistent en un gradient 
d’éther de pétrole (EP) et d’éther diéthylique. Chaque fraction est récupérée puis pesée.  Le 
pourcentage de MA libres correspond au rapport des masses des fractions contenant les MA, après 
vérification par CCM, sur la masse totale des bactéries sèches (m résidus délipidés + m LET). Pour 
quantifier les MA liés, le même protocole que décrit précédemment est utilisé sur la fraction « résidus 
délipidés ». Le pourcentage de MA liés correspond à la masse des fractions contenant les MA 
(vérification par CCM) divisée par la masse des bactéries sèches.  
 
v. High Performance Thin Layer Chromatography (HPTLC) 
Pour une quantification relative, les lipides sont analysés par HPTLC. L’appareil est composé de trois 
éléments : un déposeur automatique (ATS4), une chambre de migration (ADC2) et un scanneur 
(Scanner3) en mode fluorescence. 100 µg de lipides de chacune des fractions sont déposés sur une 
plaque pour HPTLC Silica gel 60. Le solvant de migration utilisé couramment durant cette étude est un 
mélange CHCl3/CH3OH/ H2O (65 :25 :4) et la révélation se fait à l’aide de la primuline qui est excitée à 
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370 nm par une lampe au deutérium. Les données permettant la quantification relative des lipides 
sont obtenues avec le logiciel Wincats puis retraitées avec excel si besoin. 
 
vi. Localisation du LAM 
Les LAM sont analysés par SDS-PAGE. Le protocole est le même que celui de l’analyse du profil 
protéique des fractions, sauf le gel de séparation qui est à 15 % d’acrylamide et la révélation qui se fait 
au nitrate d’argent. Avant l’ajout du tampon de charge et dépôt sur gel, les échantillons sont traités à 
la trypsine (Promega) (1 % - sur la nuit) puis colorés au nitrate d’argent.  
Solution Composition 
A 50 % CH3OH – 12 % TCA – 2 % CuCl2 – qsp eau 
B 10 % CH3CH2OH – 5 % acide acétique – qsp eau 
C 40 % CH3CH2OH – 5 % acide acétique – 0.7 % acide périodique – qsp eau 
D 10 % CH3CH2OH – qsp eau 
E 0.1 % AgNO3 – qsp eau 
F 10 % K2CO3 – qsp eau 
G 2 % K2CO3 – 135 µL de formaldéhyde (pour Vf = 100 mL) – qsp eau 
 
Le gel est placé dans la solution A pendant 20 minutes puis rincé pendant 10 minutes avec la solution 
B. L’oxydation se fait avec la solution C pendant 10 minutes, puis le gel est rincé avec successivement 
les solutions B, D et de l’eau mQ pendant 10 minutes pour chacun des rinçages. Le gel est placé dans 
la solution E à l’abri de la lumière (10 minutes) puis rincé à l’eau (10 minutes). Le gel est ensuite plongé 
dans la solution F (1 minute) puis G jusqu’à coloration. L’arrêt de la coloration se fait avec la solution 
B pendant 2 minutes.  
 
3. GC-MS : Arabinogalactane et peptidoglycane 
 
Les analyses GC-MS ont été faites avec le chromatographe Thermo TraceGCultra équipé d’une colonne 
Inferno ZB5HT (30 m*0.25 mm) et connecté à un spectromètre de masse simple quadrupôle ISQ. 
L’énergie appliquée pour les analyses est de 70 eV. La température de l’injecteur GC est fixée à 220 °C 
et l’hélium, gaz vecteur, circule à un débit constant de 1,2 mL.min-1. La température initiale est de 100 
°C et augmente de 20 °C.min-1 jusqu’à 300 °C. Enfin la température reste à 300 °C pendant 3 minutes 
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pour s’assurer que les molécules soient éluées de la colonne. Pour les analyses GC-MS, le séchage des 
échantillons se fait sous flux d’azote. 
L’analyse des monosaccharides de l’AG se fait après hydrolyse acide des fractions avec du CF3COOH 
2N à 110 °C pendant 2 h, séchage suivi d’une réduction par du NaBH4 (10 mg/mL dilué dans du NH4OH 
(1N) / CH3CH2OH 1:1 v/v) à température ambiante pendant 2 h. La réaction est stoppée par l’ajout 
d’acide acétique, puis les échantillons sont séchés. Plusieurs co-évaporation par le méthanol sont 
réalisées afin d’éliminer les borates. L’acétylation des échantillons se fait à température ambiante sur 
la nuit grâce à l’ajout de pyridine anhydre / anhydride acétique (1 :1, v/v). Les échantillons sont 
ramenés à sec, repris dans de l’éther de pétrole puis injectés.  
Pour analyser le DAP, les fractions sont hydrolysées par HCl (6 M) à 110 °C sur la nuit. Après une 
centrifugation à 1600 g, 20 minutes, les surnageants sont récupérés puis séchés. L’étape 
d’estérification se fait pendant 1 h à 110 °C suite à l’ajout de HCl dans 2-propanol (2,5 M). Après 
séchage, les échantillons sont traités par de l’anhydride trifluoroacétique pendant 1 h à 110 °C, séchés, 
repris dans du CH2Cl2 puis analysés par GC-MS. 
 
4. Microscopie électronique à coloration négative 
 
Les échantillons sont préparés pour l’analyse en microscopie en suivant le protocole conventionnel de 
coloration : 20 µL d’échantillon sont adsorbés sur des grilles Formvar recouverte d’un film de carbone 
pendant 2 minutes, séchés puis colorés négativement à l’aide d’acétate d’uranyl (1 %) pendant 1 
minute. Les grilles sont observées avec un microscope électronique à transmission (Jeol JEM-1400, 
JEOL Inc, Peabody, MA, USA) à 80 kV. Les images sont acquises avec une caméra digitale (Gatan Orius, 
Gatan Inc, Pleasanton, CA, USA) à différents grossissements compris entre X 3000 et X 25000. 
 
5. Analyse des protéines  
 
i. Dosage des protéines  
Les protéines sont quantifiées à l’aide du kit DC Protein assay (Biorad) sur plaque 96 puits à 700 nm. 
Dans une plaque 96 puits (NUNC), 5 µL d’échantillon est placé en présence de 25 µL de solution A (Une 
solution alcaline de tartrate de cuivre) et 200 µL de solution B (Réactif de Folin dilué). La réaction se 
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fait à température ambiante pendant 15 minutes. L’absorbance est mesurée à 700 nm à l’aide du 
lecteur de microplaques CLARIOstar (BMG Labtech). La BSA est utilisée en tant que standard protéique 
pour ce dosage. 
 
ii. Mesure d’activité enzymatique.  
L’activité de la NADH oxydase est mesurée via la réduction du DCPIP à 608 nm. Les réactions se font 
en plaque 96 puits à température ambiante et sont suivies pendant au moins 1 minute. Les fractions 
sont diluées de façon à ce qu’elles aient toutes la même concentration protéique. 50 µL d’échantillon 
membranaire dilué sont placés en présence de 200 µL du mélange réactionnel composé de : Tris HCl 
100 mM contenant 5 mM de MgCl2 et 10 mM de CaCl2, 45 mM de NaN3, 0,25 mM de NADH 2 et 12,5 
µM de DCPIP. Le blanc est mesuré en l’absence de substrat (NADH) dans le milieu réactionnel. Les 
mesures cinétiques se font à l’aide d’un spectrophotomètre Clariostar (BMG Labtech) et les données 
obtenues avec le logiciel Mars (BMG Labtech) sont retraitées avec Excel (Microsoft Office). La pente 
des cinétiques obtenues est directement reliée à la vitesse de réaction de la NADH oxydase de 
l’échantillon concerné. Ces tests peuvent aussi se faire en microcuves si la quantité d’échantillon n’est 
pas limitante, les volumes utilisés sont alors 50 µL d’échantillons et 1 mL de mélange réactionnel, sur 
le spectrophotomètre SAFAS.  
 
iii. Analyse du profil protéique des fractions du gradient 
L’analyse protéique est effectuée grâce à un SDS-PAGE contenant 12 % d’acrylamide pour le gel de 
séparation et 5 % d’acrylamide pour le gel de concentration. 5 à 15 µL de chacune des fractions, 
contenant la même quantité de protéines, additionnées de tampon Laemli (Cf 1X) sont placés dans les 




Les protéines sont séparées sur gel SDS-PAGE à 12 % d’acrylamide comme décrit précédemment (4. 
iii.). Le transfert des protéines sur membrane de nitrocellulose se fait en semi-sec dans du tampon de 
transfert Tris-Glycine 1X contenant 20 % d’éthanol (Biorad). Le transfert se fait à 15 V pendant 10 
minutes. Après transfert les membranes sont bloquées avec une solution de Tris Buffer Saline (TBS) 1X 
contenant 5 % de lait demi-écrémé. Les anticorps primaires (α Msp A (donnés par Marie 
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Renault/équipe Milon, IPBS/CNRS) (lapin), α ATP synthase (poulet) d’Abcam, α Hyt 27 (souris)) sont 
dilués dans du TBS 1X – 5 % d’albumine de sérum bovin (BSA) et l’incubation membrane – anticorps se 
fait pendant la nuit à 4 °C en agitation. Après 3 lavages de 10 minutes avec du TBS 1X contenant 0,2 % 
de tween 20, les anticorps secondaires (α lapin-HRP (chèvre) de Santa Cruz Biotech, α poulet-HRP 
d’Abcam et α souris-HRP (chèvre) de Biorad) sont dilués dans du TBS 1X – 5 % de BSA et l’incubation 
membranes – anticorps se fait pendant 1 H à température ambiante. La révélation se fait à l’aide du 
kit Millipore d’Immonilon Western Chemiluminescence HRP Substrate. La chimioluminescence est 
détectée à l’aide du Chemidoc Touch Images (Biorad). 
 
v. Spectrométrie de Masse : analyses Bottom-Up 
Les protéines sont ensuite dosées comme décrit précédemment 4. i). Les protéines sont reprises dans 
du tampon de charge LAEMMLI 5X composé de : 200 mM de Tris HCl 0,5 M pH 6,8, 10 % de SDS, 50 % 
de glycérol, 0,4 % de bleu de bromophénol et 125 mM de DTT. Avant dépôt sur gel, les échantillons 
sont alors réduits grâce au DTT présent dans le tampon de charge (Cf 25 mM) à 95 °C pendant 5 min 
puis alkylés avec de l’iodoacétamide (100 mM) pendant 30 min à l’abri de la lumière. Les échantillons, 
contenant chacun 25 µg de protéines, sont déposés sur SDS-PAGE et les protéines sont concentrées 
en une seule bande. Le gel est coloré à l’Instant Blue (Expedeon) pendant 20 minutes, scanné puis 
découpé. Les morceaux de gel contenant les protéines sont lavés à l’eau une fois, puis plusieurs fois 
avec un mélange acétonitrile (ACN) /bicarbonate d’ammonium (25 mM) (1 :1) à 37 °C afin d’éliminer 
le colorant. Les morceaux de gel sont déshydratés avec de l’ACN pendant 15 min à 37 °C. La trypsine 
(Sequencing Grade Modified Trypsin, V511A, Promega) reprise dans 50 mM de bicarbonate 
d’ammonium (20 ng/µL) est ajoutée aux échantillons secs avec un ratio final de 1 : 50 (trypsine : 
protéines). La digestion des protéines se fait sur la nuit à 37 °C. Les peptides sont extraits du gels grâce 
à deux incubations successives dans de l’acide formique (AF) (10 %) et de l’ACN (1 :1, v/v) de 15 
minutes à 37 °C. Les deux fractions sont rassemblées, séchées puis reprises dans 25 µL d’ACN (2 %), 
TFA (0.05 %). 
Volcano plot : comparaison PM et MMCW (publication) 
Les analyses NanoLC-MS/MS sont faites en mode positif avec un Ultimate 3000 RSLCnano (Thermo 
Scientific) couplé à un spectromètre de masse LTQ-Orbitrap Velos (Thermo Fisher Scientific). 5 µL de 
chaque échantillon sont chargés sur une précolonne C18 (300 µm inner diameter x 5mm) à 20 µL/min 
d’ACN (2 %), TFA (0.05 %). 
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Après 5 min de dessalage, la pré-colonne est reliée à la colonne analytique (nanocolonne C18 - 75 µm 
de diamètre x 15 cm) équilibrée avec un mélange 95 :5 de solvant A (5 % ACN, 0.2 % FA) et de solvant 
B (80 % ACN, 0.2 % FA) respectivement. Les peptides sont élués à l’aide d’un gradient de 5-25 % de 
solvant B sur 75 min, puis 25-50 % de solvant B sur 40 min avec un débit de 300 nL/min. Le LTQ-Orbitrap 
Velos opère avec la logiciel XCalibur pour l’acquisition des données. Les spectres MS sont acquis grâce 
à l’Orbitrap dans un intervalle 300-2000 m/z avec une résolution de 60 000 pour un m/z de 400. Les 
20 ions multichargés (2+ et/ou 3+) sont sélectionnés pour une fragmentation CID et les fragments 
résultants sont analysés dans la trappe à ions linéraire (LTQ). Pour éviter de sélectionner plusieurs fois 
le même peptide, une exclusion dynamique est ajoutée dans les paramètres afin de ne sélectionner 
qu’une seule fois le même peptide sur 1 min.  
Etude protéomique des différents compartiments bactériens : PM, MMCW, SP et CP 
Les analyses NanoLC-MS/MS sont faites en mode positif avec un Ultimate 3000 RSLCnano (Thermo 
Scientific) couplé à un spectromètre de masse Orbitrap Fusion Tribrid (Thermo Scientific). 5 µL de 
chaque échantillon sont chargés sur une précolonne C18 (300 µm inner diameter x 5mm) à 20 µL/min 
d’ACN (2 %), TFA (0,05 %). 
Après 5 min de dessalage, la pré-colonne est reliée à la colonne analytique (nanocolonne C18 - 75 µm 
de diamètre x 15 cm) équilibrée avec un mélange 95 :5 de solvant A (5 % ACN, 0.2 % FA) et de solvant 
B (80 % ACN, 0.2 % FA) respectivement. Les peptides sont élués à l’aide d’un gradient de 5-25 % de 
solvant B sur 75 min, puis 25-50 % de solvant B sur 30 min et enfin 50-98 % sur 10 min avec un débit 
de 300 nL/min. L’Orbitrap Fusion opère avec le logiciel XCalibur pour l’acquisition des données. Les 
spectres MS sont acquis grâce à l’Orbitrap dans un intervalle 400-2000 m/z avec une résolution de 
120 000 pour un m/z de 400. Les ions les plus intenses sont sélectionnés sur une durée de 3 secondes 
(TopS3) pour une fragmentation HCD et les fragments résultants sont analysés dans la trappe à ions 
linéaire. Pour éviter de sélectionner plusieurs fois le même peptide, une exclusion dynamique est 
ajoutée dans les paramètres afin de ne sélectionner qu’une seule fois le même peptide sur 1 min.  
 
vi. Analyse bioinformatique des données de Spectrométrie de Masse  
Les recherches pour l’identification des peptides et protéines sont effectuées à l’aide de Mascot 
(Mascot server v2.6.0; http://www.matrixscience.com ; contre la banque de données des protéines de 
M. smegmatis mc²155). La carbamidométhylation des cystéines est définie comme étant une 
modification fixe. L’oxydation des méthionines et l’acétylation en N-ter des protéines sont définies 
comme étant des modifications variables. Les autres modifications post-traductionnelles ne sont pas 
143 
 
prises en compte et deux sites non clivés par la trypsine par peptide sont autorisés. Les tolérances de 
masses pour les données MS et MS/MS sont fixées à 8 ppm et 20 mmu respectivement. Le logiciel 
Proline est utilisé pour l’identification et la quantification label-free des protéines de chacun des 
échantillons (http://proline.profiproteomics.fr/). Les résultats d’identification de Mascot sont 
importés dans le logiciel Proline. Les résultats de l’identification, validés pour une peptide rank = 1 et 
un FDR de 1%, pour chaque réplicat biologique sont regroupés et une liste d’inférence des protéines 
est créée. Différentes méthodes de quantification des protéines sont possibles avec ce logiciel, nous 
décidons de quantifier les protéines via les médianes des intensités détectées. Cette méthode de 
quantification permet de minimiser les variances présentes au sein des réplicats. 
 
6. Analyses de RMN  
 
i. Cultures de bactéries marquées 13C et fractionnement  
Les conditions de culture sont les mêmes que celles décrites précédemment, seule la source de 
carbone diffère. Les essais ont été faits seulement sur M. smegmatis mc² 155 cultivée en présence de 
4,7 g / 900 mL de 7H9 Middlebrook broth (Difco) additionné de 0,2 % de glycérol marqué 
uniformément au 13C.   
Gradient 1 – gradient purification PM Gradient 2 – gradient purification MMCW 
% Saccharose (p/v) Volume (mL) % Saccharose (p/v) Volume (mL) 
10 1 10 1 
20 1 30 2 
30 2 36 1 
33 2 40 1 
36 2 42 2 
40 1 45 2 
50 1 50 1 
60 1 60 1 
 
Tableau 9 : Composition des gradients de saccharose permettant le fractionnement des membranes 
de M. smegmatis marquées 13C.  
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Concernant le fractionnement des bactéries, le protocole est identique à celui décrit précédemment. 
Le gradient permettant le fractionnement des bactéries a été modifié puisque les bactéries marquées 
13C auront une densité modifiée.   
 
ii. Analyse des fractions membranaires 
RMN du solide du 31P 
Les échantillons membranaires de C. glutamicum et M. smegmatis sont repris dans du tampon Tris HCl 
20 mM pH8 additionné de 1 mM d’EDTA puis centrifugés à 100 000 g (TLA 100.4 Beckman Coulter). 
Les échantillons (environ 35mg de culot hydraté de MMCW et environ 25mg de culot hydraté de PM 
de chaque bactérie) sont ensuite transférés dans un rotor de 4mm de diamètre puis analysés. Les 
spectres 31P sont enregistrés sur un spectromètre RMN Avance II Bruker Biospin opérant à une 
fréquence de Larmor du proton à 500 MHz et équipé d’une sonde HR-MAS, 4mm (High resolution – 
magic angle spinning), en utilisant une séquence d’impulsion « écho de Hahn ». Les deux impulsions 
(5,3 µs pour l’impulsion /2) sont séparées par un délai de 20 µs.  La vitesse de rotation de l’échantillon 
est contrôlée à 2 000 Hz +/- 1 Hz. Les données sont acquises à 278 K pour les fractions MMCW et à 293 
K pour les fractions PM. Les spectres obtenus ont été calibrés en fixant la résonnance des protons des 
méthylènes des lipides à 1,25 ppm (calibration vs TMS) en tenant compte du rapport des fréquences 
de résonnance absolues des deux noyaux (1H et 31P).  
RMN du solide du 13C 
Les culots de MMCW de M. smegmatis sont lavés deux fois avec du D2O (50 % dans de l’eau non 
deutérée) puis transféré dans la sonde RMN. L’échantillon est transféré dans un rotor de 1,3 mm de 
diamètre (4-5 µg de culot hydraté) et dans un rotor de 3,2 mm de diamètre (25 mg de culot hydraté). 
Les spectres 13C sont enregistrés sur un spectromètre RMN Avance III Bruker Biospin opérant à une 
fréquence de Larmor du proton à 700 MHz et équipé d’une sonde triple résonance ultra-fast-MAS 
(rotor 1,3 mm à une vitesse de rotation de 60 kHz) et d’une sonde triple résonance E-free-MAS (rotor 
3,2 mm, à une vitesse de rotation de 12 kHz). Ces deux sondes ont des caractéristiques différentes, 
l’une permettant d’obtenir des spectres de meilleure résolution (vitesse de rotation plus élevée) et 
donnant la possibilité d’enregistrer des spectres en observant les déplacements chimiques protons. 
L’autre sonde permet d’enregistrer des spectres 13C avec une meilleure sensibilité (plus grande 
quantité d’échantillon dans la sonde). Les spectres sont acquis à 293 K et calibrés par rapport aux 
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Figure S 1 : Répartition des protéines entre les fractions CP (cytosol / périplasme - à droite) et SP (sécrétome 
- à gauche). Les protéines présentant un fold-change supérieur à 3 ou 1/3 (log2 1,585 ou log2 -1,585 





Figure S 2 : Répartition des protéines entre les fractions MMCW (mycomembrane – cell wall - à droite) et CP 
(cytosol / périplasme - à gauche). Les protéines présentant un fold-change supérieur à 3 ou 1/3 (log2 1,585 ou 






Figure S 3 : Répartition des protéines entre les fractions PM (membrane plasmique - à droite) et CP (cytosol / 
périplasme - à gauche). Les protéines présentant un fold-change supérieur à 3 ou 1/3 (log2 1,585 ou log2 -












Figure S 4 : Répartition des protéines entre les fractions PM (membrane plasmique - à droite) et MMCW 
(mycomembrane – cell wall - à gauche). Les protéines présentant un fold-change supérieur à 3 ou 1/3 (log2 
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Protein digestion and nanoLC-MS/MS analysis 
25 µg of each protein sample was reduced by incubation with DTT (25 mM) at 95°C, 
and then alkylated with iodoacetamide (100 mM) for 30 min at room temperature in the dark. 
Samples were then loaded and concentrated on a SDS-PAGE. For this purpose, the 
electrophoresis was stopped as soon as the proteins left the stacking gel to enter the resolving 
gel as one single band. The proteins, revealed with Instant Blue (Expedeon) for 20 minutes, 
were found in one blue band of around 5 mm width. The band of each fraction was cut and 
washed before the in-gel digestion of the proteins overnight at 37°C with a solution of modified 
trypsin. The resulting peptides were extracted from the gel using two successive incubations in 
10 % formic acid (FA)/acetonitrile (ACN) (1:1, v/v) for 15 min at 37°C. The two collected 
fractions were pooled, dried and resuspended with 25 µL of 2 % ACN, 0.05 % trifluoroacetic 
acid (TFA). NanoLC-MS/MS analysis was performed in triplicate injections using an Ultimate 
3000 nanoRS system (Dionex) coupled to an LTQ-Orbitrap Velos mass spectrometer (Thermo 
Fisher Scientific) operating in positive mode. 5 µL of each sample were loaded onto a C18-
precolumn (300 µm inner diameter x 5 mm) at 20 µL/min in 2 % ACN, 0.05 % TFA. After 5 
min of desalting, the precolumn was switched online with the analytical C18 nanocolumn (75 
µm inner diameter x 15 cm, packed in-house) equilibrated in 95 % solvent A (5 % ACN, 0.2 % 
FA) and 5 % solvent B (80 % ACN, 0.2 % FA). Peptides were eluted by using a 5-25 % gradient 
of solvent B for 75 min, then a 25-50 % of solvent B for 40 min at a flow rate of 300 nL/min. 
The LTQ-Orbitrap Velos was operated in data-dependent acquisition mode with the XCalibur 
software. Survey scans MS were acquired in the Orbitrap, on the 300-2,000 m/z (mass to charge 
ratio) range, with the resolution set to a value of 60,000 at m/z 400. Up to twenty of the most 
intense multiply charged ions (2+ and 3+) per survey scan were selected for CID fragmentation, 
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and the resulting fragments were analysed in the linear ion trap (LTQ). Dynamic exclusion was 
used within 60 s to prevent repetitive selection of the same peptide.  
Bioinformatic MS data analysis 
Mascot (Mascot server v2.6.0; http://www.matrixscience.com) database search engine was 
used for peptide and protein identification using automatic decoy database search to calculate 
a false discovery rate (FDR). MS/MS spectra were compared to the UniProt M. smegmatis strain 
ATCC 700084 / mc² 155 database (release June 2017, 12,683 sequences). Mass tolerance for 
MS and MS/MS was set at 8 ppm and 0.6 Da, respectively. The enzyme selectivity was set to 
full trypsin with two missed cleavages allowed. Protein modifications were fixed 
carbamidomethylation of cysteines, variable oxidation of methionine, variable acetylation of 
protein N-terminus. Proline software was used for the validation and the label-free 
quantification of identified proteins in each sample (http://proline.profiproteomics.fr/). Mascot 
identification results were imported into Proline. Search results were validated with a peptide 
rank=1 and at 1 % FDR both at PSM level (on Adjusted e-Value criterion) and protein sets level 
(on Modified Mudpit score criterion). The identification summaries (i.e., the validated Mascot 
search results) of all the MS analyses corresponding to one biological replicate were merged 
and a protein inference list was created. Label-free quantification was performed for all protein 
identified: peptides are quantified by extraction of MS signals in the corresponding raw files, 
and post-processing steps can be applied to filter, normalize, and aggregate peptide quantitative 












Proteins of Msm enriched in PM and MMCW fractions. 
Table 1: List of proteins of Msm significantly enriched in the MMCW fraction. 
Proteins of Msm identified by quantitative proteomics analyses as specifically enriched in the MMCW fraction as compared to the PM fraction 
(ratio PM/MMCW < 1/3 and p-value < 0.01) are listed. The MS intensity ratios are expressed in Log2 and the p-values are expressed in -Log10. 
 
Accession Gene Name Ratio P-Value Protein Name 
sp|A0QU51|A85B_MYCS2 fbpB -5,231 3,691 
Diacylglycerol acyltransferase/mycolyltransferase Ag85B OS=Mycobacterium smegmatis 
(strain ATCC 700084 / mc(2)155) GN=fbpB PE=2 SV=1 
tr|A0R623|A0R623_MYCS2 MSMEG_6398 -5,148 4,047 
Antigen 85-A OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=MSMEG_6398 PE=4 SV=1 
tr|A0QUY5|A0QUY5_MYCS2 MSMEG_2381 -5,063 3,047 
Uncharacterized protein OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=MSMEG_2381 PE=4 SV=1 
tr|A0QY95|A0QY95_MYCS2 MSMEG_3580 -4,434 3,12 
Antigen 85-C OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=MSMEG_3580 PE=4 SV=1 
tr|A0QQ67|A0QQ67_MYCS2 MSMEG_0645 -4,432 4,41 
Putative beta-1,3-glucanase OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / 
mc(2)155) GN=MSMEG_0645 PE=4 SV=1 
tr|A0R2T3|A0R2T3_MYCS2 MSMEG_5225 -4,36 3,07 
Uncharacterized protein OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=MSMEG_5225 PE=4 SV=1 
tr|A0QW33|A0QW33_MYCS2 MSMEG_2790 -4,233 5,537 
Uncharacterized protein OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=MSMEG_2790 PE=4 SV=1 
tr|A0QVP4|A0QVP4_MYCS2 MSMEG_2645 -4,21 4,652 
Uncharacterized protein OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=MSMEG_2645 PE=4 SV=1 
tr|A0QNR7|A0QNR7_MYCS2 MSMEG_0139 -4,043 4,782 
MCE-family protein MCE1f OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / 
mc(2)155) GN=MSMEG_0139 PE=4 SV=1 
tr|A0QNR6|A0QNR6_MYCS2 MSMEG_0138 -4,014 4,589 
Virulence factor Mce family protein OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / 
mc(2)155) GN=MSMEG_0138 PE=4 SV=1 
tr|A0QY10|A0QY10_MYCS2 MSMEG_3494 -3,956 5,55 
Putative secreted protein OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=MSMEG_3494 PE=4 SV=1 
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tr|A0R526|A0R526_MYCS2 MSMEG_6040 -3,925 5,308 
Uncharacterized protein OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=MSMEG_6040 PE=4 SV=1 
tr|A0QNR3|A0QNR3_MYCS2 MSMEG_0135 -3,923 4,887 
MCE-family protein MCE1b OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / 
mc(2)155) GN=mce2B PE=4 SV=1 
tr|A0QNR4|A0QNR4_MYCS2 MSMEG_0136 -3,857 5,016 
MCE-family protein MCE1c OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / 
mc(2)155) GN=mce1C PE=4 SV=1 
tr|A0QNR2|A0QNR2_MYCS2 MSMEG_0134 -3,798 3,963 
MCE-family protein MCE1a OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / 
mc(2)155) GN=mce PE=4 SV=1 
tr|A0QP20|A0QP20_MYCS2 MSMEG_0243 -3,792 5,544 
Uncharacterized protein OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=MSMEG_0243 PE=4 SV=1 
tr|A0R621|A0R621_MYCS2 MSMEG_6396 -3,781 4,569 
Antigen 85-C OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) GN=mpt51 
PE=4 SV=1 
tr|A0R624|A0R624_MYCS2 MSMEG_6399 -3,761 3,111 
Antigen 85-C OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) GN=fbpA 
PE=4 SV=1 
tr|A0R4N4|A0R4N4_MYCS2 MSMEG_5896 -3,747 4,917 
Virulence factor Mce family protein OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / 
mc(2)155) GN=MSMEG_5896 PE=4 SV=1 
tr|A0QNR5|A0QNR5_MYCS2 MSMEG_0137 -3,742 4,058 
MCE-family protein MCE1d OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / 
mc(2)155) GN=mce2D PE=4 SV=1 
tr|A0R4B1|A0R4B1_MYCS2 MSMEG_5770 -3,72 2,831 
Uncharacterized protein OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=MSMEG_5770 PE=4 SV=1 
tr|A0R0E0|A0R0E0_MYCS2 MSMEG_4353 -3,679 13,2 
Uncharacterized protein OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=MSMEG_4353 PE=4 SV=1 
tr|A0R4N6|A0R4N6_MYCS2 MSMEG_5898 -3,66 4,646 
MCE-family protein MCE4c OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / 
mc(2)155) GN=mce4C PE=4 SV=1 
tr|A0QY09|A0QY09_MYCS2 MSMEG_3493 -3,659 5,119 
Putative secreted protein OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=MSMEG_3493 PE=4 SV=1 
tr|A0R4N5|A0R4N5_MYCS2 MSMEG_5897 -3,603 4,301 
MCE-family protein MCE4d OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / 
mc(2)155) GN=MSMEG_5897 PE=4 SV=1 
tr|A0QTL5|A0QTL5_MYCS2 MSMEG_1887 -3,601 4,484 
Uncharacterized protein OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=MSMEG_1887 PE=4 SV=1 
tr|A0R4N3|A0R4N3_MYCS2 MSMEG_5895 -3,598 4,927 
MCE-family protein MCE4f OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / 
mc(2)155) GN=mce4F PE=4 SV=1 
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tr|A0R722|A0R722_MYCS2 MSMEG_6752 -3,59 4,68 
Glucanase OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=MSMEG_6752 PE=3 SV=1 
tr|A0R6G4|A0R6G4_MYCS2 MSMEG_6540 -3,58 5,04 
MCE-family protein MCE1a OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / 
mc(2)155) GN=mce PE=4 SV=1 
tr|A0R4L6|A0R4L6_MYCS2 MSMEG_5878 -3,573 4,424 
Cutinase OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=MSMEG_5878 PE=3 SV=1 
tr|A0R5N2|A0R5N2_MYCS2 MSMEG_6251 -3,573 6,449 
Uncharacterized protein OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=MSMEG_6251 PE=4 SV=1 
tr|A0QPD6|A0QPD6_MYCS2 MSMEG_0361 -3,565 3,44 
Glycosyl hydrolase family protein 3 OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / 
mc(2)155) GN=MSMEG_0361 PE=1 SV=1 
tr|A0R4N8|A0R4N8_MYCS2 MSMEG_5900 -3,52 4,271 
Virulence factor Mce family protein OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / 
mc(2)155) GN=mce4A PE=4 SV=1 
tr|A0R084|A0R084_MYCS2 MSMEG_4295 -3,503 4,068 
Hydrolase, alpha/beta fold family protein OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 
700084 / mc(2)155) GN=MSMEG_4295 PE=4 SV=1 
tr|A0R3B5|A0R3B5_MYCS2 MSMEG_5412 -3,433 4,082 
Immunogenic protein MPT63 OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / 
mc(2)155) GN=MSMEG_5412 PE=4 SV=1 
tr|A0R4N7|A0R4N7_MYCS2 MSMEG_5899 -3,404 5,241 
MCE-family protein MCE4b OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / 
mc(2)155) GN=mce4B PE=4 SV=1 
tr|A0QRR9|A0QRR9_MYCS2 MSMEG_1215 -3,303 7,123 
Serine/threonine-protein kinase PknE, putative OS=Mycobacterium smegmatis (strain 
ATCC 700084 / mc(2)155) GN=MSMEG_1215 PE=4 SV=1 
tr|A0QRN0|A0QRN0_MYCS2 MSMEG_1176 -3,298 4,849 
PE-PPE, C-terminal domain protein OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / 
mc(2)155) GN=MSMEG_1176 PE=4 SV=1 
tr|A0QXZ3|A0QXZ3_MYCS2 MSMEG_3477 -3,263 2,482 
Cell wall-associated hydrolases (Invasion-associated proteins) OS=Mycobacterium 
smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) GN=MSMEG_3477 PE=4 SV=1 
tr|A0R4M5|A0R4M5_MYCS2 MSMEG_5887 -3,075 2,306 
Intersectin-EH binding protein Ibp1 OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / 
mc(2)155) GN=MSMEG_5887 PE=4 SV=1 
tr|A0QQP4|A0QQP4_MYCS2 MSMEG_0828 -2,972 5,989 
Immunogenic protein MPT63 OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / 
mc(2)155) GN=MSMEG_0828 PE=4 SV=1 
tr|A0R0E8|A0R0E8_MYCS2 MSMEG_4360 -2,951 4,136 
Putative secreted protein OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=MSMEG_4360 PE=4 SV=1 
tr|A0R3K2|A0R3K2_MYCS2 MSMEG_5502 -2,943 3,893 
AAA ATPase containing von Willebrand factor type A (VWA) domain-like protein 




tr|A0QQ04|A0QQ04_MYCS2 gabT -2,934 2,271 
4-aminobutyrate aminotransferase OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / 
mc(2)155) GN=gabT PE=1 SV=1 
sp|A0QQU5|CH601_MYCS2 groL1 -2,896 3,603 
60 kDa chaperonin 1 OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=groL1 PE=1 SV=1 
tr|A0R519|A0R519_MYCS2 MSMEG_6033 -2,881 2,626 
Uncharacterized protein OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=MSMEG_6033 PE=4 SV=1 
tr|A0QPF6|A0QPF6_MYCS2 mmpl4a -2,791 6,36 
Mmp14a protein OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=mmpl4a PE=4 SV=1 
tr|A0R4D6|A0R4D6_MYCS2 MSMEG_5796 -2,786 2,183 
Glycine cleavage T protein (Aminomethyl transferase) OS=Mycobacterium smegmatis 
(strain ATCC 700084 / mc(2)155) GN=MSMEG_5796 PE=3 SV=1 
tr|A0R486|A0R486_MYCS2 MSMEG_5741 -2,777 3,77 
Uncharacterized protein OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=MSMEG_5741 PE=4 SV=1 
tr|A0R228|A0R228_MYCS2 MSMEG_4965 -2,774 5,383 
Uncharacterized protein OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=MSMEG_4965 PE=4 SV=1 
tr|A0R754|A0R754_MYCS2 MSMEG_6784 -2,772 5,376 
Beta-lactamase OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=MSMEG_6784 PE=4 SV=1 
tr|I7FXA5|I7FXA5_MYCS2 MSMEI_0897 -2,766 4,561 Uncharacterized protein 
tr|A0R2Q4|A0R2Q4_MYCS2 MSMEG_5196 -2,692 5,047 
Beta-Ig-H3/fasciclin OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=MSMEG_5196 PE=4 SV=1 
tr|A0QXP7|A0QXP7_MYCS2 MSMEG_3378 -2,688 3,236 
Beta-lactamase OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=MSMEG_3378 PE=4 SV=1 
tr|A0QY05|A0QY05_MYCS2 MSMEG_3489 -2,652 2,064 
Uncharacterized protein OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=MSMEG_3489 PE=4 SV=1 
tr|A0QXB8|A0QXB8_MYCS2 MSMEG_3244 -2,647 5,293 
Uncharacterized protein OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=MSMEG_3244 PE=4 SV=1 
tr|A0QSW8|A0QSW8_MYCS2 MSMEG_1629 -2,624 2,406 
Uncharacterized protein OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=MSMEG_1629 PE=4 SV=1 
tr|A0R1E4|A0R1E4_MYCS2 MSMEG_4722 -2,62 3,149 
Short-chain dehydrogenase OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / 
mc(2)155) GN=MSMEG_4722 PE=4 SV=1 
tr|A0QP10|A0QP10_MYCS2 MSMEG_0233 -2,601 2,761 
Lipoprotein Lpps OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=MSMEG_0233 PE=4 SV=1 
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tr|A0QS92|A0QS92_MYCS2 MSMEG_1394 -2,581 2,076 
Conserved transmembrane protein OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / 
mc(2)155) GN=MSMEG_1394 PE=4 SV=1 
tr|A0R330|A0R330_MYCS2 MSMEG_5322 -2,577 4,067 
Uncharacterized protein OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=MSMEG_5322 PE=4 SV=1 
sp|A0R6E3|Y6518_MYCS2 MSMEG_6518 -2,57 6,374 
Uncharacterized protein MSMEG_6518/MSMEI_6344 OS=Mycobacterium smegmatis 
(strain ATCC 700084 / mc(2)155) GN=MSMEG_6518 PE=1 SV=1 
sp|A0QVB9|EFTS_MYCS2 tsf -2,517 2,965 
Elongation factor Ts OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=tsf PE=1 SV=1 
sp|A0R199|TIG_MYCS2 tig -2,506 2,516 
Trigger factor OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) GN=tig 
PE=1 SV=1 
sp|A0QSS4|CH602_MYCS2 groL2 -2,501 3,518 
60 kDa chaperonin 2 OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=groL2 PE=1 SV=1 
tr|A0QYD4|A0QYD4_MYCS2 MSMEG_3619 -2,497 4,973 
Short chain dehydrogenase OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / 
mc(2)155) GN=MSMEG_3619 PE=4 SV=1 
sp|A0QPU4|MSPB_MYCS2 mspB -2,459 3,388 
Porin MspB OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) GN=mspB 
PE=1 SV=1 
tr|A0R6C8|A0R6C8_MYCS2 MSMEG_6504 -2,444 2,228 
Uncharacterized protein OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=MSMEG_6504 PE=4 SV=1 
tr|A0QYH7|A0QYH7_MYCS2 MSMEG_3662 -2,415 8,714 
LysM domain protein OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=MSMEG_3662 PE=1 SV=1 
tr|A0R582|A0R582_MYCS2 MSMEG_6099 -2,413 2,511 
Probable conserved transmembrane protein rich in alanine OS=Mycobacterium smegmatis 
(strain ATCC 700084 / mc(2)155) GN=MSMEG_6099 PE=4 SV=1 
tr|A0QYR0|A0QYR0_MYCS2 MSMEG_3751 -2,401 8,179 
Cytotoxin/hemolysin, TlyA OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=MSMEG_3751 PE=4 SV=1 
sp|A0R561|CARD_MYCS2 carD -2,393 2,299 
RNA polymerase-binding transcription factor CarD OS=Mycobacterium smegmatis (strain 
ATCC 700084 / mc(2)155) GN=carD PE=1 SV=1 
sp|A0QV10|Y2408_MYCS2 MSMEG_2408 -2,38 2,555 
Uncharacterized oxidoreductase MSMEG_2408/MSMEI_2347 OS=Mycobacterium 
smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) GN=MSMEG_2408 PE=1 SV=1 
tr|A0R5U8|A0R5U8_MYCS2 MSMEG_6319 -2,374 5,177 
Penicillin-binding protein OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=MSMEG_6319 PE=4 SV=1 
sp|A0R006|WAG31_MYCS2 wag31 -2,346 4,711 
Cell wall synthesis protein Wag31 OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / 
mc(2)155) GN=wag31 PE=1 SV=1 
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tr|A0QVQ7|A0QVQ7_MYCS2 MSMEG_2658 -2,311 3,453 
Beta-lactamase OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=MSMEG_2658 PE=3 SV=1 
tr|A0QTI1|A0QTI1_MYCS2 selD -2,278 2,866 
Selenide, water dikinase OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=selD PE=3 SV=1 
tr|A0QPF7|A0QPF7_MYCS2 mmpL4b -2,265 10,918 
Mmpl4b OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) GN=mmpL4b 
PE=4 SV=1 
tr|A0R2U7|A0R2U7_MYCS2 glpX -2,263 2,859 
Fructose-1,6-bisphosphatase OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / 
mc(2)155) GN=glpX PE=3 SV=1 
sp|O85501|NDK_MYCS2 ndk -2,261 2,902 
Nucleoside diphosphate kinase OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / 
mc(2)155) GN=ndk PE=3 SV=1 
tr|A0QS24|A0QS24_MYCS2 MSMEG_1322 -2,238 2,43 
ErfK/YbiS/YcfS/YnhG family protein OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / 
mc(2)155) GN=MSMEG_1322 PE=4 SV=1 
tr|A0QXT5|A0QXT5_MYCS2 MSMEG_3419 -2,234 2,263 
Uncharacterized protein OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=MSMEG_3419 PE=4 SV=1 
tr|A0QNJ4|A0QNJ4_MYCS2 MSMEG_0064 -2,215 3,13 
PPE family protein OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=ppe68 PE=4 SV=1 
tr|A0QYD3|A0QYD3_MYCS2 MSMEG_3618 -2,209 2,771 
Alanine and proline-rich secreted protein apa OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 
700084 / mc(2)155) GN=MSMEG_3618 PE=4 SV=1 
tr|A0QTF7|A0QTF7_MYCS2 MSMEG_1824 -2,198 4,524 
Transcriptional regulator, LytR family protein OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 
700084 / mc(2)155) GN=MSMEG_1824 PE=4 SV=1 
tr|A0R7J1|A0R7J1_MYCS2 MSMEG_6935 -2,187 4,953 
N-acetylmuramoyl-L-alanine amidase OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 
/ mc(2)155) GN=MSMEG_6935 PE=4 SV=1 
tr|A0QVC8|A0QVC8_MYCS2 MSMEG_2529 -2,131 2,742 
D-isomer specific 2-hydroxyacid dehydrogenase NAD-binding protein OS=Mycobacterium 
smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) GN=MSMEG_2529 PE=3 SV=1 
tr|A0R2I9|A0R2I9_MYCS2 MSMEG_5131 -2,121 3,578 
Uncharacterized protein OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=MSMEG_5131 PE=4 SV=1 
tr|A0R716|A0R716_MYCS2 MSMEG_6746 -2,078 2,041 
Oxidoreductase, aldo/keto reductase family OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 
700084 / mc(2)155) GN=MSMEG_6746 PE=4 SV=1 
tr|A0R239|A0R239_MYCS2 MSMEG_4976 -2,073 2,534 
Isochorismatase hydrolase OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / 
mc(2)155) GN=MSMEG_4976 PE=4 SV=1 
sp|A0QX87|HIS6_MYCS2 hisF -2,065 2,292 
Imidazole glycerol phosphate synthase subunit HisF OS=Mycobacterium smegmatis (strain 
ATCC 700084 / mc(2)155) GN=hisF PE=3 SV=1 
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tr|A0QRY7|A0QRY7_MYCS2 MSMEG_1285 -2,057 4,819 
SEC-C motif domain protein OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / 
mc(2)155) GN=MSMEG_1285 PE=4 SV=1 
sp|A0QQL0|THIG_MYCS2 thiG -2,053 2,807 
Thiazole synthase OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=thiG PE=1 SV=1 
tr|A0R5R9|A0R5R9_MYCS2 MSMEG_6289 -2,042 2,991 
Trypsin OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=MSMEG_6289 PE=4 SV=1 
tr|A0QNR0|A0QNR0_MYCS2 MSMEG_0132 -2,003 3,344 
Conserved hypothetical integral membrane protein Yrbe1a OS=Mycobacterium smegmatis 
(strain ATCC 700084 / mc(2)155) GN=yrbE1A PE=4 SV=1 
tr|A0QY12|A0QY12_MYCS2 MSMEG_3496 -2,003 3,638 
MmpL4 protein OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=mmpL5 PE=4 SV=1 
tr|A0R5N6|A0R5N6_MYCS2 MSMEG_6255 -2 5,84 
Uncharacterized protein OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=MSMEG_6255 PE=4 SV=1 
tr|A0QPJ7|A0QPJ7_MYCS2 MSMEG_0422 -1,979 2,063 
PEP phosphonomutase OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=MSMEG_0422 PE=4 SV=1 
tr|A0R782|A0R782_MYCS2 MSMEG_6815 -1,97 3,556 
Secreted protein OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=MSMEG_6815 PE=4 SV=1 
tr|A0QQP1|A0QQP1_MYCS2 thiD -1,966 2,719 
Phosphomethylpyrimidine kinase OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / 
mc(2)155) GN=thiD PE=4 SV=1 
tr|A0QP02|A0QP02_MYCS2 MSMEG_0225 -1,945 4,577 
MmpL4 protein OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=mmpL5 PE=4 SV=1 
tr|A0QS80|A0QS80_MYCS2 MSMEG_1382 -1,934 6,525 
MmpL5 protein OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=mmpL5 PE=4 SV=1 
tr|A0QU76|A0QU76_MYCS2 MSMEG_2107 -1,929 4,696 
Uncharacterized protein OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=MSMEG_2107 PE=4 SV=1 
tr|A0R5H3|A0R5H3_MYCS2 MSMEG_6191 -1,917 6,812 
Putative endoribonuclease L-PSP family OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 
700084 / mc(2)155) GN=MSMEG_6191 PE=4 SV=1 
tr|A0QU56|A0QU56_MYCS2 MSMEG_2083 -1,894 2,522 
Inositol monophosphatase OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / 
mc(2)155) GN=MSMEG_2083 PE=4 SV=1 
tr|A0R4B6|A0R4B6_MYCS2 MSMEG_5775 -1,894 4,006 
LytR/CpsA/Psr family protein OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / 
mc(2)155) GN=MSMEG_5775 PE=4 SV=1 
tr|A0QZ55|A0QZ55_MYCS2 MSMEG_3903 -1,888 2,646 
Low molecular weight antigen CFP2 (Low molecular weight protein antigen 2) (CFP-2) 




tr|A0QSM1|A0QSM1_MYCS2 MSMEG_1526 -1,881 4,101 
Cutinase OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) GN=cut2 PE=3 
SV=1 
tr|A0R3L1|A0R3L1_MYCS2 MSMEG_5512 -1,867 2,468 
Magnesium chelatase OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=MSMEG_5512 PE=4 SV=1 
tr|I7G1T1|I7G1T1_MYCS2 mmpL -1,866 7,148 MmpL 
tr|A0R4M2|A0R4M2_MYCS2 MSMEG_5884 -1,858 5,112 
3-hydroxyisobutyrate dehydrogenase family protein OS=Mycobacterium smegmatis (strain 
ATCC 700084 / mc(2)155) GN=MSMEG_5884 PE=4 SV=1 
tr|A0QX30|A0QX30_MYCS2 MSMEG_3153 -1,833 2,316 
Uncharacterized protein OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=MSMEG_3153 PE=4 SV=1 
tr|A0QRU8|A0QRU8_MYCS2 MSMEG_1245 -1,83 2,371 
Phosphoadenosine phosphosulfate reductase OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 
700084 / mc(2)155) GN=MSMEG_1245 PE=4 SV=1 
tr|A0R529|A0R529_MYCS2 otsB -1,823 2,321 
Trehalose 6-phosphate phosphatase OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / 
mc(2)155) GN=otsB PE=3 SV=1 
tr|I7G891|I7G891_MYCS2 aroB -1,821 5,045 
3-dehydroquinate synthase OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / 
mc(2)155) GN=aroB PE=3 SV=1 
tr|A0QS41|A0QS41_MYCS2 MSMEG_1341 -1,804 2,959 
MaoC family protein OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=MSMEG_1341 PE=1 SV=1 
tr|A0R6G7|A0R6G7_MYCS2 MSMEG_6542 -1,8 2,081 
B12 binding domain protein OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / 
mc(2)155) GN=MSMEG_6542 PE=4 SV=1 
sp|A0R1X0|MURI_MYCS2 murI -1,798 4,333 
Glutamate racemase OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=murI PE=1 SV=1 
tr|A0QTE3|A0QTE3_MYCS2 MSMEG_1809 -1,779 3,103 
Sulfurtransferase OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=sseA PE=4 SV=1 
tr|A0QTQ9|A0QTQ9_MYCS2 MSMEG_1931 -1,775 6,82 
Uncharacterized protein OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=MSMEG_1931 PE=4 SV=1 
tr|A0QNM4|A0QNM4_MYCS2 MSMEG_0096 -1,772 2,735 
Peroxisomal hydratase-dehydrogenase-epimerase OS=Mycobacterium smegmatis (strain 
ATCC 700084 / mc(2)155) GN=MSMEG_0096 PE=3 SV=1 
sp|Q59560|RECA_MYCS2 recA -1,729 2,072 
Protein RecA OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) GN=recA 
PE=1 SV=1 
tr|A0QTT5|A0QTT5_MYCS2 MSMEG_1957 -1,715 3,248 
Uncharacterized protein OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=MSMEG_1957 PE=4 SV=1 
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tr|A0R656|A0R656_MYCS2 MSMEG_6431 -1,703 4,501 
Uncharacterized protein OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=MSMEG_6431 PE=4 SV=1 
tr|A0QQC2|A0QQC2_MYCS2 MSMEG_0703 -1,694 3,582 
Uncharacterized protein OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=MSMEG_0703 PE=4 SV=1 
tr|A0R4K9|A0R4K9_MYCS2 MSMEG_5871 -1,694 4,444 
HIT family protein OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=MSMEG_5871 PE=4 SV=1 
sp|A0QTP2|SIGH_MYCS2 sigH -1,69 2,107 
ECF RNA polymerase sigma factor SigH OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 
700084 / mc(2)155) GN=sigH PE=1 SV=2 
tr|A0QYD5|A0QYD5_MYCS2 MSMEG_3620 -1,675 4,132 
Putative luciferase-like oxidoreductase OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 
700084 / mc(2)155) GN=MSMEG_3620 PE=4 SV=1 
tr|A0QYF5|A0QYF5_MYCS2 glcB -1,659 2,419 
Malate synthase G OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=glcB PE=3 SV=1 
tr|A0QSX6|A0QSX6_MYCS2 MSMEG_1637 -1,65 3,743 
Histidine kinase OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=MSMEG_1637 PE=4 SV=1 
tr|I7G7R7|I7G7R7_MYCS2 galU -1,648 2,944 
Putative UTP--glucose-1-phosphate uridylyltransferase OS=Mycobacterium smegmatis 
(strain ATCC 700084 / mc(2)155) GN=galU PE=4 SV=1 
tr|A0QP61|A0QP61_MYCS2 MSMEG_0284 -1,647 2,216 
NAD(P)H dehydrogenase (Quinone) OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / 
mc(2)155) GN=MSMEG_0284 PE=4 SV=1 
sp|A0R4C9|THTR_MYCS2 MSMEG_5789 -1,646 2,276 
Putative thiosulfate sulfurtransferase OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 
/ mc(2)155) GN=MSMEG_5789 PE=1 SV=1 
sp|A0QSG7|RL30_MYCS2 rpmD -1,639 3,3 
50S ribosomal protein L30 OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=rpmD PE=3 SV=1 
tr|A0QTE7|A0QTE7_MYCS2 MSMEG_1813 -1,63 3,347 
Propionyl-CoA carboxylase beta chain OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 
/ mc(2)155) GN=accD5 PE=4 SV=1 
tr|I7GAS0|I7GAS0_MYCS2 MSMEI_3793 -1,63 2,836 
5'-3' exonuclease OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=MSMEI_3793 PE=4 SV=1 
tr|A0R2P1|A0R2P1_MYCS2 MSMEG_5183 -1,614 2,378 
3-Hydroxyacyl-CoA dehydrogenase OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / 
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Accession Gene Name Ratio P-Value Description 
tr|A0QVI4|A0QVI4_MYCS2 MSMEG_2585 1,59 3,755 
Uncharacterized protein OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=MSMEG_2585 PE=4 SV=1 
tr|A0QV22|A0QV22_MYCS2 MSMEG_2420 1,599 3,281 
Uncharacterized protein OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=MSMEG_2420 PE=4 SV=1 
tr|A0QYL7|A0QYL7_MYCS2 MSMEG_3704 1,611 6,809 
3-alpha-hydroxysteroid dehydrogenase OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 
700084 / mc(2)155) GN=MSMEG_3704 PE=4 SV=1 
sp|A0QSD4|RL2_MYCS2 rplB 1,621 5,289 
50S ribosomal protein L2 OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=rplB PE=1 SV=1 
tr|A0QR72|A0QR72_MYCS2 MSMEG_1009 1,627 7,737 
Cytochrome P450 CYP136 OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=cyp136 PE=3 SV=1 
tr|A0QTV7|A0QTV7_MYCS2 MSMEG_1981 1,632 3,727 
Uncharacterized protein OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=MSMEG_1981 PE=4 SV=1 
tr|A0R054|A0R054_MYCS2 MSMEG_4265 1,635 5,096 
MmpS3 protein OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=mmpS3 PE=4 SV=1 
tr|A0QT33|A0QT33_MYCS2 MSMEG_1695 1,649 2,163 
Phosphoglucomutase/phosphomannomutase OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 
700084 / mc(2)155) GN=pmmB PE=3 SV=1 
tr|A0R5I8|A0R5I8_MYCS2 MSMEG_6207 1,691 2,358 
Uncharacterized protein OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=MSMEG_6207 PE=4 SV=1 
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tr|A0QS52|A0QS52_MYCS2 MSMEG_1353 1,7 5,189 
ABC1 family protein OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=MSMEG_1353 PE=4 SV=1 
tr|A0QVB5|A0QVB5_MYCS2 MSMEG_2517 1,715 2,189 
Alpha/beta hydrolase fold protein OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / 
mc(2)155) GN=bphD PE=4 SV=1 
sp|A0R628|GLFT2_MYCS2 glfT2 1,741 5,58 
Galactofuranosyl transferase GlfT2 OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / 
mc(2)155) GN=glfT2 PE=3 SV=1 
tr|A0QXC8|A0QXC8_MYCS2 MSMEG_3255 1,767 2,54 
DoxX OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) GN=MSMEG_3255 
PE=4 SV=1 
tr|A0QQA3|A0QQA3_MYCS2 MSMEG_0683 1,774 2,442 
Uncharacterized protein OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=MSMEG_0683 PE=4 SV=1 
tr|A0QTP8|A0QTP8_MYCS2 MSMEG_1920 1,787 4,261 
Diacylglycerol kinase catalytic region OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / 
mc(2)155) GN=MSMEG_1920 PE=4 SV=1 
tr|A0QX34|A0QX34_MYCS2 MSMEG_3157 1,787 4,469 
Integral membrane protein OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / 
mc(2)155) GN=MSMEG_3157 PE=4 SV=1 
tr|A0R1C6|A0R1C6_MYCS2 MSMEG_4703 1,788 7,682 
Glycerol-3-phosphate acyltransferase OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 
/ mc(2)155) GN=MSMEG_4703 PE=3 SV=1 
tr|A0QSW4|A0QSW4_MYCS2 MSMEG_1625 1,818 3,526 
Amino acid permease-associated OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / 
mc(2)155) GN=MSMEG_1625 PE=4 SV=1 
sp|A0R4H4|Y5835_MYCS2 MSMEG_5835 1,827 6,707 
KsdD-like steroid dehydrogenase MSMEG_5835 OS=Mycobacterium smegmatis (strain 
ATCC 700084 / mc(2)155) GN=MSMEG_5835 PE=1 SV=1 
sp|A0QNF5|CWSA_MYCS2 cwsA 1,828 3,507 
Cell wall synthesis protein CwsA OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / 
mc(2)155) GN=cwsA PE=1 SV=1 
tr|I7F768|I7F768_MYCS2 MSMEI_0925 1,849 4,851 
HAD-superfamily subfamily IB hydrolase, TIGR01490 OS=Mycobacterium smegmatis (strain 
ATCC 700084 / mc(2)155) GN=MSMEI_0925 PE=4 SV=1 
tr|A0QQ56|A0QQ56_MYCS2 MSMEG_0633 1,861 4,847 
PAP2 superfamily protein OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=MSMEG_0633 PE=4 SV=1 
tr|A0QPE8|A0QPE8_MYCS2 MSMEG_0373 1,871 6,841 
3-ketoacyl-CoA thiolase OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=fadA2 PE=3 SV=1 
tr|A0QUV1|A0QUV1_MYCS2 MSMEG_2344 1,877 6,109 
Dehydrogenase OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=MSMEG_2344 PE=4 SV=1 
tr|A0R5R4|A0R5R4_MYCS2 MSMEG_6283 1,916 7,301 
FAD binding domain protein OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / 
mc(2)155) GN=MSMEG_6283 PE=4 SV=1 
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sp|A0QQS6|PSD_MYCS2 psd 1,95 3,602 
Phosphatidylserine decarboxylase proenzyme OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 
700084 / mc(2)155) GN=psd PE=3 SV=1 
tr|A0R427|A0R427_MYCS2 MSMEG_5682 1,955 4,933 
Uncharacterized protein OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=MSMEG_5682 PE=4 SV=1 
tr|A0R041|A0R041_MYCS2 MSMEG_4252 1,98 2,574 
Uncharacterized protein OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=MSMEG_4252 PE=4 SV=1 
sp|A0QSG2|RS14Z_MYCS2 rpsZ 1,997 2,192 
30S ribosomal protein S14 type Z OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / 
mc(2)155) GN=rpsZ PE=3 SV=1 
sp|A0QSE0|RS17_MYCS2 rpsQ 2,098 3,516 
30S ribosomal protein S17 OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=rpsQ PE=1 SV=1 
tr|A0R555|A0R555_MYCS2 MSMEG_6071 2,133 4,803 
Conserved hypothetical Zn-dependent hydrolase OS=Mycobacterium smegmatis (strain 
ATCC 700084 / mc(2)155) GN=MSMEG_6071 PE=4 SV=1 
tr|A0R5R3|A0R5R3_MYCS2 MSMEG_6282 2,148 3,578 
KanY protein OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=MSMEG_6282 PE=4 SV=1 
tr|A0R2B0|A0R2B0_MYCS2 MSMEG_5048 2,149 3,334 
Putative membrane protein OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / 
mc(2)155) GN=MSMEG_5048 PE=4 SV=1 
tr|A0QUY1|A0QUY1_MYCS2 MSMEG_2377 2,159 4,045 
P49 protein OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=MSMEG_2377 PE=4 SV=1 
sp|A0QSD5|RS19_MYCS2 rpsS 2,287 2,445 
30S ribosomal protein S19 OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=rpsS PE=3 SV=1 
tr|A0QVU2|A0QVU2_MYCS2 MSMEG_2695 2,346 2,577 
35 kDa protein OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=MSMEG_2695 PE=4 SV=1 
tr|I7GDQ2|I7GDQ2_MYCS2 MSMEI_5077 2,356 2,857 
Uncharacterized protein OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=MSMEI_5077 PE=4 SV=1 
tr|A0R659|A0R659_MYCS2 MSMEG_6434 2,363 4,03 
Uncharacterized protein OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=MSMEG_6434 PE=4 SV=1 
sp|A0R043|PIMB_MYCS2 pimB 2,402 7,174 
GDP-mannose-dependent alpha-(1-6)-phosphatidylinositol monomannoside 
mannosyltransferase OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=pimB PE=1 SV=1 
tr|A0QR34|A0QR34_MYCS2 MSMEG_0970 2,412 7,017 
Phosphoglycerate mutase OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=MSMEG_0970 PE=4 SV=1 
tr|A0QXT4|A0QXT4_MYCS2 MSMEG_3418 2,586 3,274 
Uncharacterized protein OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=MSMEG_3418 PE=4 SV=1 
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tr|A0QUV3|A0QUV3_MYCS2 MSMEG_2347 2,748 6,669 
Phytoene dehydrogenase OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=MSMEG_2347 PE=3 SV=1 
tr|A0R0W5|A0R0W5_MYCS2 cysW 2,859 3,218 
Sulfate ABC transporter, permease protein CysW OS=Mycobacterium smegmatis (strain 
ATCC 700084 / mc(2)155) GN=cysW PE=4 SV=1 
tr|A0QT47|A0QT47_MYCS2 MSMEG_1709 2,872 9,318 
Inner membrane ABC transporter permease protein YjfF OS=Mycobacterium smegmatis 
(strain ATCC 700084 / mc(2)155) GN=MSMEG_1709 PE=3 SV=1 
sp|A0QYU7|RL35_MYCS2 rpmI 3,024 2,547 
50S ribosomal protein L35 OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=rpmI PE=3 SV=1 
tr|A0R0X2|A0R0X2_MYCS2 MSMEG_4538 3,568 2,216 
Cysteine desulfurase OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / mc(2)155) 
GN=MSMEG_4538 PE=3 SV=1 
tr|A0R0X1|A0R0X1_MYCS2 MSMEG_4537 5,639 2,005 
Major membrane protein I OS=Mycobacterium smegmatis (strain ATCC 700084 / 




Figure 1 : Lipoglycans analysis of Mau fractions. 
Membranes of Mau were isolated and the lipoglycan content of each fraction, plasma membrane 
(PM) and mycomembrane-containing cell wals (MMCW) were analyzed on SDS-PAGE and 
Silver-stained after a trypsin treatment of the samples. A: Lipoglycan content of PM and 
MMCW of Mau harvested in the logarithmic phase of growth. B: Lipoglycan content of PM 
and MMCW of Mau harvested in the stationary phase of growth. The ratios of LAM and LM 
for each fraction were calculated using ImageLab. For logarithmic phase (A) versus stationary 
phase (B), the ratios of lipoarabinomannans (LAM) in PM and MMCW were, respectively, 3.4 
and 2.4. Those of lipomannans (LM) in PM and MMCW were, respectively, 2.2 and 1.8. MW 
: molecular weight in kDa; PIM: phosphatidylinositolmannosides.  
 
 
ABSTRACT : Mycobacteria, including Mycobacterium tuberculosis and Mycobacterium leprae, 
etiological agents of tuberculosis and leprosy respectively, are composed of a complex and atypical 
cell wall, which is the focus of numerous studies in the context of the fight against these pathologies. 
This cell envelope, to which many biological properties have been attributed, is composed of three 
entities: an outer layer also called capsule in the case of pathogenic species, a cell wall and a plasma 
membrane. Within the mycobacterial cell wall, the outer membrane, called mycomembrane, is mainly 
composed of proteins and mycolic acids, very long chain α-branched and β-hydroxylated fatty acids. 
These mycolic acids are found in the inner leaflet of the mycomembrane, covalently linked to the 
arabinogalactan-peptidoglycan complex (AG-PG), and in the outer leaflet where they are linked to 
trehaloses. Complex lipids are also known in mycobacteria, and may vary depending on the species, 
however their exact localization within the cell envelope is not yet clearly known and remains open to 
debate. 
In order to better delineate the composition of the two mycobacterial membranes, mycomembrane 
and plasma membrane, a two-step protocol was developed for cell fractionation of two mycobacterial 
species, M. aurum and M. smegmatis. Firstly, pellets enriched in mycomembranes (linked to AG-PG) 
or plasma membranes are obtained by differential ultracentrifugations. Then, these membrane pellets 
are purified using a sucrose step density gradient. To ensure the absence of cross-contaminations of 
the membranes, specific markers of each membranes are used. Phospholipids, which are the major 
components of the plasma membrane, are also found in the mycomembrane with trehalose 
mycolates. Moreover, this study allowed us to demonstrate that immunogenic lipoglycans, 
lipoarabinomannans and lipomannans, are found in the two mycobacterial membranes.  
Once the fractionation successfully achieved, it was possible to initiate proteomic studies in order to 
identify proteins that are specific of the mycomembrane-AG-PG but also those secreted or present in 
the soluble fraction, derived from the cytosol and periplasm compartments.  
Future NMR dynamic studies, to be performed on the native membranes, combined with the 
proteomic studies will help deciphering the organization of the mycobacterial cell envelope as well as 
the mechanisms involved in pathogenicity.  
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RESUME : Les mycobactéries, dont les plus connues sont Mycobacterium tuberculosis et 
Mycobacterium leprae, agents étiologiques de la tuberculose et de la lèpre respectivement, présentent 
une enveloppe complexe et atypique faisant l’objet de nombreuses études dans le cadre de la lutte 
contre ces pathologies. Cette enveloppe est composée d’une couche externe aussi appelée capsule 
dans le cas de bactéries pathogènes, d’une paroi (mycomembrane – arabinogalactane (AG) – 
peptidoglycane (PG)) et d’une membrane plasmique. La membrane externe des mycobactéries, 
appelée mycomembrane est composée de protéines et majoritairement d’acides mycoliques, acides 
gras à très longues chaînes α-ramifiés et β-hydroxylés. Ces derniers sont retrouvés covalemment liés, 
d’une part au complexe AG-PG dans le feuillet interne de la mycomembrane, et d’autre part au 
tréhalose au niveau du feuillet externe de la mycomembrane. On trouve également en fonction des 
mycobactéries des lipides complexes dont la localisation exacte dans l’enveloppe n’est à ce jour pas 
clairement connue et reste sujette à débats.  
Ce travail a permis de mettre au point un protocole, en deux étapes majeures, permettant le 
fractionnement cellulaire de deux espèces mycobactériennes, M. aurum et M. smegmatis. Le but étant 
d’isoler les deux membranes mycobactériennes afin de déterminer leur composition en terme de 
lipides mais aussi de protéines.  Tout d’abord, des culots enrichis en mycomembranes (liées à l’AG-PG) 
ou en membranes plasmiques sont obtenus par ultracentrifugations différentielles puis purifiés sur 
gradients de densité discontinus de saccharose. L’absence de contaminations des membranes entre 
elles est vérifiée grâce à des marqueurs spécifiques. Il a été montré que les phospholipides qui sont les 
composants majoritaires de la membrane plasmique sont également présents dans la mycomembrane 
à côté des mycolates de tréhalose. De plus ce travail a permis de montrer que les lipoglycanes, 
lipoarabinomannanes et lipomannanes, lipides possédant des propriétés antigéniques, sont retrouvés 
dans les deux fractions membranaires.  
Ce travail de fractionnement a été le point de départ d’une étude de protéomique afin d’identifier les 
protéines retrouvées spécifiquement au niveau de la mycomembrane-AG-PG mais également les 
protéines de la membrane plasmique, les protéines sécrétées et les protéines solubles, provenant des 
cytosol et périplasme.  
Une étude de dynamique par RMN sur les fractions membranaires natives menée conjointement avec 
l’étude protéomique, devrait permettre de mieux comprendre l’organisation de l’enveloppe cellulaire 
des mycobactéries ainsi que certains des mécanismes impliqués dans la pathogénicité.  
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